Implication de la plasticité cérébrale hypothalamique dans la régulation de l'homéostasie énergétique chez la souris (effet d'un régime gras) by GOUAZE, Alexandra et al.
  
 
 
 
 
 
 
Université de Bourgogne 
UFR Sciences de la Vie et de la Terre 
Thèse 
Dans le but d’obtenir le grade de Docteur de l’Université de Bourgogne 
Discipline : Science de l’alimentation (Neurobiologie) 
par 
Alexandra Gouazé (Cornu) 
le   29/10/2012 
 
Implication de la plasticité cérébrale hypothalamique 
dans la régulation de l’homéostasie énergétique chez la souris : 
effet d’un régime gras. 
 
Thèse dirigée par Luc Pénicaud 
Co-dirigée par Alexandre Benani 
 
Jury : 
Isabelle Niot, Professeur – Présidente 
Emmanuel Moyse, Professeur – Rapporteur  
Claude Knauf, Maitre de conférences – Rapporteur 
Francisco Bolaños-Jiménez, CR1 - Examinateur 
Luc Pénicaud 
Alexandre Benani 
 
  
 
 
 
  
 
  
2 
 
 
 
 
 
D’abord pour mon Papa et ensuite pour Thomas, 
les deux hommes de ma vie… 
 
 
 
 
3 
 
 4 
 
Remerciements 
  
5 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 6 
 
Je remercie tout d’abord les membres du jury pour avoir accepté d’évaluer ce 
travail. Merci pour votre disponibilité. 
Je remercie ensuite Luc Pénicaud, pour m’avoir accueilli dans son laboratoire, et 
ce malgré mon classement au M2R… J’espère avoir été à la hauteur de la tâche. Merci 
également à Alexandre Benani pour m’avoir guidé pendant ces années. 
Merci à Corinne Leloup, pour son amitié et son écoute dans les coups durs, 
j’espère que tout se passera bien pour toi et que tu reviendras des States avec des millions 
de nouvelles idées. Merci aussi à Xavier F., malgré ton caractère de cochon, tu es là quand 
il faut, et je n’oublierai pas que c’est grâce à toi si j’ai pu faire ce congrès à Washington. 
Je sais que tu garderas cette bonne humeur et qu’avec Stéphanie vous ferez bientôt une 
petite sœur à Clément… 
 Un merci particulier à mes compagnons de route, ceux qui sont venus de Toulouse 
avec moi : Lionel, t’es le meilleur!! Merci pour tout et surtout pour être venu regarder 
Bear Grylls le dimanche avec moi à Marcilly sur Tille. Sans toi, je n’aurai jamais su que 
l’on peut être piqué par des abeilles, être perdu dans le désert et boire sa propre urine 
marinée dans une peau de serpent retournée (tout ça en même temps), et faire ça pour le 
plaisir. Je ne me fais pas de soucis pour toi, je sais que tu vas être un grand chercheur. 
Camille : que dire ! Tu es à la fois la plus agaçante et la plus gentille des collègues ! 
Toujours aux petits soins pour les autres et toujours à dire ce qui te passe par la tête ! 
Malgré toutes les vannes qu’on a pu te faire, ne change pas, et j’espère qu’avec David 
vous allez trouver votre voie, ici ou ailleurs, ça n’a pas d’importance. Merci aussi à Xavier 
B., merci pour les rigolades et pour avoir joué si souvent avec des souris fixées et 
décapitées… J’espère que tu termineras cette thèse sans encombre et que tout ira bien pour 
toi et Chloé. Si jamais tu arrêtes la recherche, reconvertis toi dans l’imitation, celle de Luc 
était épique ! 
7 
 
 8 
 
Merci à Camille Rauche, une étudiante utile et compétente que j’ai encadré avec 
un grand plaisir! Tu m’as retiré une belle épine du pied en cette d’année où j’occupais le 
poste d’ATER. Merci ! Fais ce que tu veux de ta vie et ne laisse personne te dire que tu 
n’es pas capable de faire les choses !! 
Merci aussi à Lucie et David-John, qui m’ont bien aidé, de toutes les manières 
possibles, en cette fin de thèse difficile. Profitez bien de votre nouveau chez vous !!! 
Je n’oublie pas également tous mes collègues et amis thésards, ingés, techs, 
chercheurs et maîtres de conf de Toulouse: Alice, Tristan, Anne-Laure, Christophe, Anne, 
Cécile (au nom imprononçable), Géraldine, Dédé et Claude ; ou de Dijon : Anne Lefranc, 
Coralie, Syrina, Carole, Rachel, Aude-Reine, Amélie, Christophe, Sébastien, Michel, 
Aude… 
Un merci particulier à Cédric et les Bac +8, groupe plus connu sous le nom de 
PurpleSnail… Cédric, Toum et Xavier, j’espère que vous allez retrouver une chanteuse, 
même si elle ne m’arrivera jamais à la cheville… Je suis triste de partir, je pense qu’on 
aurait pu être célèbre et acheter plein de drogue, mais ça sera sans moi…  
 Je remercie également toutes ces souris qui ont sacrifiées leurs vies pour faire 
vivre la science… 
Un grand grand merci à mon papa, qui m’a tout appris, et à qui je dois ce caractère 
bien trempé. Je n’aurai pas survécu à une thèse sans ton éducation et sans ton soutien !! 
On dit souvent qu’on récolte ce qu’on a semé, et je pense que tu as fait une bien belle 
récolte avec cette jolie famille. Profites de la vie maintenant, c’est tout ce que tu mérites !! 
Enfin, merci à toi mon piti mari… Merci pour m’avoir supporté, pour m’avoir 
consolé, pour m’avoir fait rire, pour m’aimer sans condition… La thèse c’est finit mais 
nous deux c’est pour la vie… Maintenant, on devient riches et beaux et on se tire à Las 
Vegas !!!! 
 
  
9 
 
 
 10 
 
 
 
Résumé 
  
11 
 
 
 12 
 
L’hypothalamus joue un rôle crucial dans le contrôle de l’homéostasie énergétique.  Chez 
l’adulte, cette zone est plastique afin de s’adapter rapidement aux pressions environnementales. 
Ces remodelages hypothalamiques sont perturbés lors de pathologies métaboliques comme 
l’obésité. Nous nous sommes demandé si un régime gras provoquant des pathologies de 
surcharges à long terme, provoquait des modifications rapides du réseau hypothalamique chez 
l’individu adulte. Pour répondre à cette question, nous avons mis en place un modèle de souris 
présentant une réponse homéostatique rapide à un régime gras, et nous avons évalué deux types de 
plasticités hypothalamiques: la plasticité synaptique et la neurogenèse. Nos résultats montrent une 
stimulation des neurones anorexigènes dès les 3 premiers jours sous régime. Ce phénomène 
implique la polysialisation de la protéine d’adhésion NCAM. Nous avons également démontré 
que le remaniement de ces connexions synaptiques s’accompagne d’une augmentation de la 
prolifération cellulaire. Le blocage de cette prolifération avec l’anti-mitotique araC empêche la 
réponse homéostatique et accélère de manière drastique l’apparition de l’obésité. Ceci suggère 
que les nouvelles cellules produites sont essentielles pour le maintien de l’équilibre énergétique. 
Ces nouvelles cellules se différencient majoritairement en neurones quelque soit le régime, mais 
le régime gras va diriger la maturation des nouveaux neurones vers un phénotype anorexigène. 
Nos expériences montrent que suite à un déséquilibre énergétique, l’hypothalamus subit une 
succession de modifications plastiques conduisant à un rapide rétablissement de l’homéostasie 
énergétique. 
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The hypothalamus plays a crucial role in the control of energy balance. In adult brain, this 
area remain plastic and the cellular network can be rapidly modified under environmental 
pressures. Studies show than hypothalamic remodeling are disturbed when metabolic diseases 
such as obesity or type II diabetes are declared. In this study we hypothesized that a high fat diet 
(HFD) inducing obesity could rapidly causes cell modifications in the adult hypothalamus 
network. To answer this question, we have established a one week HFD mouse model, and 
evaluated to type of hypothalamic plasticity which are synaptic plasticity and neurogenesis. Our 
results show that HFD leads to an increase of the excitatory pre-synaptic tonus on the POMC 
neurons. This phenomenon implies polysialisation of the adhesion protein NCAM. We also 
demonstated than this rapid rewiring is reinforced by the increase of cell renewal, and more 
specifically by an increase of cell proliferation. Blockade of proliferation with the anti-mitotic 
araC prevent food intake regulation observed in control mice and accelerate the onset of obesity. 
These results suggest that neoformed cells are crucial for the maintenance of energy balance. In 
fact, new cells mainly differenciate into neurons, and the proportion of new POMC neurones of 
the arcuate nucleus (ARC) is twice the one of mice under standard diet (STD). HFD directs 
maturation of new neurons toward anorexigenic phenotype. Our experiments demonstrate than the 
hypothalamus rapidly remodels after an energy imbalance, and establish a succession of changes 
leading to a rapid restablishment of energy homeostasis. 
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Hypothalamus, Plasticity, Neurogenesis, High fat diet, Energy homeostasis 
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Figure 1: Balance énergétique et régulation de l’homéostasie énergétique  
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1- Homéostasie énergétique 
 
Malgré la variabilité des apports alimentaires et des dépenses énergétiques au 
cours d’une journée, ou même au cours de la vie d’un individu, l’organisme maintient un 
statut énergétique stable qui se traduit par une remarquable stabilité du poids corporel 
chez l’individu adulte. On parle d’homéostasie énergétique. Cet équilibre dynamique 
inclut le maintien autour d’une valeur physiologique de référence de paramètres 
biologiques tels que la glycémie (maintenue strictement autour de 1g/L de sang), et à un 
degré moindre la lipidémie (6g/L de sang en  moyenne). En cas d’éloignement au-dessous 
ou en-dessus de cette valeur, un système de régulation est activé afin de restaurer 
l’équilibre. En situation de déficit énergétique (période pré-prandiale, jeûne), la prise 
alimentaire est stimulée et les réserves de substrats énergétiques sont mobilisées pour 
favoriser les futurs apports d’énergie, alors que les dépenses énergétiques (thermogenèse, 
utilisation ou stockage du glucose et des acides gras) elles, sont freinées. La situation 
inverse (excès d’énergie qui peut correspondre à une période post-prandiale par exemple) 
déclenche un contrôle négatif limitant les apports et favorise les dépenses d’énergie. 
Le maintien de l’homéostasie énergétique repose en grande partie sur la capacité 
du système nerveux central (SNC) à évaluer le statut énergétique de l’organisme via la 
perception de nombreux signaux métaboliques (Figure 1). Le système nerveux central 
(SNC) est donc informé en permanence des moindres modifications de ce statut grâce à  
des afférences nerveuses provenant de différents organes ou tissus mais également par des 
signaux circulants, hormonaux ou métaboliques. Une fois ces informations intégrées, le 
SNC déclenche alors des réponses centrales et périphériques adaptées à la fois 
comportementale (adaptation de la prise alimentaire), endocrine (sécrétion ou inhibition 
d’hormones comme la leptine et l’insuline) et végétative (modification de l’activité de 
certains organes par l’intermédiaire du système nerveux autonome, SNA). 
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Figure 2: Schéma d’un cerveau de rongeur montrant les principales régions 
hypothalamiques impliquées dans la régulation nerveuse du métabolisme énergétique 
 L’insert du haut représente une coupe longitudinale du cerveau. Les deux traits verticaux 
localisent le niveau des deux coupes frontales représentées en dessous. Abréviations : CC 
(corps calleux), CCX (cortex cérébral), FX (fornix), PVN (noyau paraventriculaire), DMN 
(noyau dorsomédian), LH (hypothalamus latéral), VMN (noyau ventromédian), 3V (3ème 
ventricule), NA (noyau arqué), EM (éminence médiane), OC (chiasma optique). 
Bulbes olfactifs 
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2- Hypothalamus 
 
Parmi les structures cérébrales impliquées dans le contrôle de l’homéostasie 
énergétique on trouve l’hypothalamus (HT) (Figure 2). C’est une structure diencéphalique 
constituée d’une quarantaine de noyaux (correspondant à des regroupements spécifiques 
de populations neuronales) parmi lesquels les noyaux arqué (ARC), ventromédian 
(VMN), dorsomédian (DMN), paraventriculaire (PVN) et l’hypothalamus latéral (LH), 
qui jouent un rôle fondamental dans la régulation de l’homéostasie énergétique (Figure 
3). D’une manière très générale, la région périventriculaire de l’HT (comprenant l’ARC 
par exemple) est impliquée dans la détection de signaux circulants (dans le sang et le 
liquide céphalorachidien) et l’organisation des réponses endocriniennes (via les 
projections sur l’éminence médiane et l’hypophyse). La région médiane, composée de 
gros noyaux tels que le DMN et le VMN, reçoit de nombreuses afférences sensorielles et 
est impliquée dans les comportements adaptatifs. Enfin, la région latérale, qui ne 
comprend pas de noyaux clairement identifiés et qui est traversée par le faisceau médian 
du télencéphale et le fornix, est considérée comme étant l’interface entre, d’une part, l’HT 
et les zones corticolimbiques, et d’autre part, l’HT et les systèmes moteurs autonome et 
somatique. Le PVN, quant à lui, est impliqué dans le contrôle des sécrétions 
hypophysaires (neurones magnocellulaires), du SNA et de nombreux comportements 
(Berthoud, 2002). 
La connaissance de l’implication  de l’HT dans la régulation de l’homéostasie 
énergétique remonte au début du 20ème siècle avec, d’une part la description du 
« syndrome de Fröhlich » (obésité sévère associée à des désordres localisés au niveau de 
l’hypothalamus ventral), et d’autre part les expériences de lésion ou de stimulation. En 
effet, la lésion de l’hypothalamus ventromédian (ARC + VMN) aboutit  systématiquement 
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Figure 3:  Représentation schématique en trois dimensions des différents noyaux 
hypothalamiques  
 
ARC = Noyau arqué; DMN = Noyau dorsomédian; EM = Eminence médiane; LH = 
Hypothalamus latéral; PVN = Noyau paraventriculaire; VMN = Noyau ventromédian; 3
ème
 V 
= 3
ème
 ventricule. 
 
D’après Berthoud, 2002.   
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à une obésité résultant d’une augmentation de la prise alimentaire (Hetherington and 
Ranson, 1940; Brobeck et al.,1943) alors que sa stimulation entraîne une hypophagie 
(Anand and Dua, 1955). Cela conduira la communauté scientifique, à qualifier cette 
région de  « centre cérébral de la satiété » (Kennedy, 1950). Parallèlement à cela, d’autres 
travaux montreront que la lésion du LH entraîne l’arrêt de la prise alimentaire spontanée 
associée à un amaigrissement rapide des animaux et que sa stimulation, au contraire, 
induit une hyperphagie associée à une augmentation du poids corporel (Anand and 
Brobeck, 1951). Ces travaux ont abouti à la définition du LH comme « centre cérébral de 
la faim ». L’ensemble de ces données, ont depuis été largement renforcées et complétées 
par diverses approches (stimulation électrique précise d’un noyau, lésion sélective d’un 
noyau ou d’une population neuronale, enregistrements de l’activité électrique de noyaux 
in vivo, identification de populations neuronales spécifiques, …).  
L’hypothalamus est ainsi le lieu d’intégration de signaux circulants de nature 
métabolique (glucose, acide gras,…) ou hormonale (leptine, insuline, ghreline,…) et de 
signaux nerveux en provenance de la périphérie (informations viscérales relayées 
notamment par le CVD) ou émanant d’autres régions cérébrales (informations olfactives, 
limbiques…) (Berthoud, 2002). Une fois cette intégration réalisée, l’hypothalamus agit sur 
les tissus périphériques via des efférences nerveuses modulant l’activité du SNA grâce à 
des projections sur le tronc cérébral (TC) et la moelle épinière (Luiten et al., 1987). Ces 
connexions (hypothalamus vers tronc cérébral) sont de nature peptidique, alors que les 
projections du tronc cérébral vers l’hypothalamus sont catécholaminergiques 
(majoritairement) et/ou peptidiques (Palkovits, 1999). 
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Tableau 1: Principaux neuropeptides hypothalamiques impliqués dans la régulation de 
l’homéostasie énergétique 
NPY (Neuropeptide Y), AgRP (Agouti Related peptide), a-MSH (a-Melanocyte Stimulating 
Hormone), CART (Cocaïne & Amphetamine-Related Transcript), MCH (Melanin-
Concentrating Hormone), TSH (Thyroïd Stimulating Hormone), CRH (Corticotropin-
Releasing Hormone).  
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3- Populations neuronales hypothalamiques impliquées dans 
le contrôle de l’homéostasie énergétique 
 
Plusieurs populations neuronales sont localisées au niveau de l’hypothalamus. Ces 
neurones sont classés en fonction de leur sensibilité aux hormones et de leur fonction. 
Ainsi, on distingue des neurones de premier ou de second ordre selon qu’ils détectent 
directement ou secondairement les signaux humoraux directement ou par l’intermédiaire 
des premiers. Dans chacune des deux catégories on distingue les neurones orexigènes ou 
anorexigènes. Les neurones de premier ordre sont localisés dans l’ARC, et les neurones de 
second ordre sont principalement localisés dans le PVN et le LH et reçoivent des 
projections des neurones NPY et POMC (Tableau 1). On trouve aussi des neurones de 
second ordre dans le DMN et le VMN mais leur identité en termes de neuropeptides reste 
mal connue. Cette classification n’est pas absolue car les neurones à POMC de l’ARC 
sont également sous l’influence de neurones présynaptiques gabaergiques sensibles à la 
leptine (Vong et al., 2011). 
 
3-1 Le noyau arqué 
 
Au même titre que la lésion globale de l’hypothalamus ventral, la destruction 
spécifique de l’ARC conduit au développement d’une obésité associée à une hyperphagie 
(Meister et al., 1989; Bergen et al., 1998). Ces travaux, associés à d’autres, ont permis 
d’attribuer à ce noyau un rôle fondamental dans le contrôle de l’homéostasie énergétique. 
Ce rôle est lié d’une part à sa localisation, et d’autre part à son organisation. L’ARC est 
localisé à proximité du troisième ventricule et de l’éminence médiane au niveau de 
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Figure 4: Représentation schématique de la détection et de l’intégration des paramètres 
métaboliques et endocriniens périphériques par les neurones de l’Arc. 
Les informations sont alors relayées aux neurones présents dans les autres noyaux 
hypothalamiques avant d’être acheminées vers des centres supérieurs et le tronc cérébral. 
Arc= noyau arqué, VMN = noyau ventromédian, LH = hypothalamus latéral, DMN = noyau 
dorsomédian, PVN = noyau paraventriculaire, 3V = 3
ème
 ventricule, CRH = corticotropin 
releasing hormone, TRH = thyrotropin releasing hormone, MCH = melanin concentrating 
hormone, POMC = proopiomelacortin, NPY = neuropeptide Y, AgRp = agouti related 
peptide, SF-1 = steroïdonergic factor 1. 
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laquelle il n’y a pas de véritable barrière hémato-encéphalique (BHE). En effet, dans les 
organes circumventriculaires, les capillaires sanguins sont fenêtrés (percées de mini-pores) 
ce qui permet le passage de molécules de petites et moyennes tailles (Ganong, 2000). 
L’entrée de facteurs circulants, métaboliques ou hormonaux, dans le parenchyme nerveux, 
y est donc facilitée. L’ARC serait le premier noyau hypothalamique à détecter les signaux 
humoraux périphériques (Cone et al., 2001; Berthoud, 2002). Une autre particularité de 
l’ARC réside dans la complexité de ses projections. En effet, l’ARC projette vers 
beaucoup d’autres noyaux hypothalamiques (Cowley et al., 2001; Roseberry et al., 2004) 
(Figure 4). Enfin, celui-ci reçoit de nombreuses afférences en provenance des autres 
noyaux hypothalamiques (PVN, VMN et LH), de zones corticolimbiques et du TC (Li et 
al., 1999; Palkovits, 1999; DeFalco et al., 2001). L’ARC a donc une position stratégique, 
d’autant plus qu’il renferme deux populations neuronales dotées des équipements 
nécessaires à la détection des facteurs circulants métaboliques et hormonaux et projetant 
sur les autres noyaux hypothalamiques d’intérêts. Ces deux populations aux rôles 
antagonistes sont, d’une part les neurones à neuropeptide Y (NPY) et à agouti-related 
peptide (AgRP), d’autre part les neurones à pro-opiomélanocortine (POMC) (Grill and 
Kaplan, 2002; Hillebrand et al., 2002; Williams et al., 2004). 
Les effets du NPY ont fait l’objet d’un très grand nombre d’études depuis 
maintenant plus d’une trentaine d’années. Ces études ont montré que l’injection 
intracérébroventriculaire (icv) ou intrahypothalamique de NPY stimulait la prise 
alimentaire (Stanley et al., 1986) et diminuait les dépenses énergétiques (Billington et al., 
1991), et que l’administration continue ou répétée de NPY conduit au développement 
d’une obésité (Zarjevski et al., 1993). Par ailleurs l’expression du gène et la sécrétion de 
ce peptide sont stimulées dans des conditions de déficit énergétique comme le jeûne ou 
l’hypoglycémie (Schwartz et al., 1996; Dryden et al., 1998). Néanmoins, la délétion du 
gène n’entraîne pas de diminution de la prise alimentaire comme attendu 
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Figure 5: Contrôle de l’homéostasie énergétique par les neurones de l’ARC 
hypothalamique.  
 
Il y a deux populations neuronales dans l’ARC - Les neurones AgRP/NPY et POMC/Cart - 
qui sont régulées par les hormones circulantes. AgRP et NPY sont des neuropeptides qui 
stimulnte la prise alimentaire et diminuent les dépenses énergétiques, alors que POMC et 
Cart sont des neuropeptides qui inhibent la prise alimentaire et stimulent les dépenses 
énergétiques. L’insuline et la leptine sont des hormones qui circulent en proportion des stocks 
de tissus adipeux dans le corps, qui inhibent les neurones AgRP/NPY et stimulent les 
neurones POMC/Cart adjacents. Un niveau plus bas d’insuline et de leptine activerait les 
neurones AgRP/Cart alors qu’il inhiberait les neurones POMC/Cart. La ghreline est un 
peptide circulant secrété par l’estomac qui peut activer les neurones AgRP/NPY et ainsi 
stimuler la prise alimentaire; ceci donnerai un mécanisme potentiel pour la régulation à long 
terme de la balance énergétique suite au signal fournit après un repas court. Ghsr = growth 
hormone secretagogue receptor ; lepr = leptine receptor ; Mc4r/mc3r = melanocortine 4/3 
receptor ; Y1r = recepteur au neuropeptide Y1. 
Selon Barsh and Schwartz, 2002. 
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(Erickson et al., 1996). Cette absence de phénotype laisse suggérer l’existence de systèmes 
orexigènes redondants. Ceci a conduit à la découverte du système AgRP (Agouti Related 
Peptide) qui vient littéralement doubler le système à NPY, puisque l’AgRP est colocalisé 
dans 90% des neurones à NPY de l’ARC (Hahn et al., 1998) et serait libéré en même 
temps que ce dernier. Notons qu’un tiers de ces neurones NPY-AgRP expriment un 3ème 
neurotransmetteur connu pour stimuler la prise alimentaire : le GABA (Olgiati et al., 
1980; Horvath et al., 1997). Le NPY exerce ses effets orexigènes ou anaboliques par 
l’intermédiaire, essentiellement, des récepteurs de type Y1 et Y5 (Schaffhauser et al., 
1997; Kushi et al., 1998) et le GABA, par des récepteurs de type GABAa (Pu et al., 1999). 
En revanche, le mode d’action de l’AgRP est sensiblement différent puisqu’il n’active pas 
de récepteur qui lui soit propre mais agit de manière antagoniste sur le système 
anorexigène de l’ARC. En effet, l’AgRP est un antagoniste des récepteurs MC4-R de l’α-
MSH (voir paragraphe suivant) (Fan et al., 1997; Ollmann et al., 1997; Biebermann et al., 
2012) (Figure 5). 
 La population de neurones de l’ARC exerçant un effet anorexigène est constituée 
des neurones à POMC, peptide précurseur de 241 acides aminés dont le clivage aboutit à 
la production, entre autre, de l’α-MSH. L’implication de ce peptide dans la régulation du 
métabolisme énergétique a émergé avec le clonage de ses récepteurs, les récepteurs   
MC3-R et MC4-R. La délétion du gène MC4-R entraîne, chez la souris, le développement 
d’une hyperphagie accompagnée d’une obésité sévère (Huszar et al., 1997) et différentes 
mutations de ce gène sont désormais associées au développement d’une obésité sévère 
chez l’enfant (Vaisse et al., 1998). Notons que la délétion du gène MC3-R entraîne 
l’apparition d’une obésité sans hyperphagie (Butler et al., 2000). Des expériences 
d’injections d’agonistes ou d’antagonistes MC4-R suggèrent l’existence d’un tonus 
anorexigène permanent (Fan et al., 1997), résultat quelque peu contradictoire avec les 
travaux d’Olszewski et al. (2001) qui montrent une réelle activation des neurones à 
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Figure 6: Représentation schématique de l’interconnexion possible entre les neurones à 
NPY et à POMC au sein du noyau arqué 
 
MC3-R (melanocortin receptor 3), Y1-R et Y2-R (récepteur 1 et 2 au NPY), GABA-R 
(récepteur au GABA), PVN (noyau paraventriculaire), LH (hypothalamus latéral). 
 
Selon Cone et al., 2001. 
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POMC uniquement après un repas. De manière similaire aux neurones NPY-AgRP, les 
neurones à POMC de l’ARC co-expriment un autre peptide capable d’inhiber la prise 
alimentaire : il s’agit du peptide CART (Cocaïne- and Amphetamine-Related Transcript) 
(Elias et al., 1998). Des injections intracérabroventriculaires de CART diminuent, en effet, 
la prise alimentaire alors que celle-ci est augmentée suite à l’injection d’anticorps dirigés 
contre ce peptide (Kristensen et al., 1998). Des neurones à POMC sont également 
retrouvés au niveau de l’hippocampe et du NTS (centre du réflexe de satiété) dans le tronc 
cérébral. Notons que ceux présents au niveau du NTS ne co-expriment pas le peptide 
CART et sont aussi impliqués dans la régulation de l’homéostasie énergétique avec un 
effet anorexigène (Cone, 2005; Berthoud et al., 2006). 
Chez la souris, l’ARC renferme environ 500 neurones à NPY, localisés dans la 
région médiane du noyau et 3000 neurones POMC, principalement localisées dans la 
région latérale (Cone et al., 2001). Les neurones à POMC de l’ARC, comme les neurones 
à NPY, projettent majoritairement vers le PVN et le LH (Elias et al., 1998; Legradi and 
Lechan, 1998; Li et al., 2000; Lu et al., 2003). De manière surprenante, les travaux 
d’immunohistochimie révèlent que ces deux populations projettent sur les mêmes 
neurones cibles, que sont, entre autres, des neurones à CRH (Corticotropin Releasing 
Hormone) et TRH (Thyrotropin Releasing Hormone) dans le PVN, et les neurones à MCH 
(Melanin Concentrating Hormone) et à orexine dans le LH (Elias et al., 1998; Legradi and 
Lechan, 1998; Fekete et al., 2000). Ces deux populations neuronales sont d’autant plus 
liées qu’au niveau de l’ARC, il existe des connexions fonctionnelles entre les neurones à 
NPY et les neurones à POMC (Bagnol et al., 1999a; Cowley et al., 2001; Roseberry et al., 
2004) (Figure 6). En effet, une activation des neurones à NPY conduit à l’inhibition des 
neurones POMC, notamment par l’intermédiaire de la libération de GABA.  De plus, les 
neurones NPY et POMC peuvent également être la cible de l’α-MSH et de l’AgRP 
puisque ils expriment les récepteurs MC4-R (neurones POMC et NPY) et MC3-R 
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(neurones NPY) (Cone, 2005; Mounien et al., 2005). Ainsi, ils peuvent être la cible à la 
fois d’α-MSH et de son antagoniste l’AgRP. D’ailleurs, les agonistes de MC3/4-R 
dépolarisent alors que l’AgRP hyperpolarise les neurones POMC (Smith et al., 2007). Des 
neurones exprimant les récepteurs MC3/4R sont abondamment retrouvés dans le LH, 
VMN, PVN et le DMN au niveau hypothalamique, ainsi que dans le NTS et la moelle 
épinière (Mountjoy et al., 1994). De la même manière, les récepteurs au NPY sont 
retrouvés largement dans tout le SNC. Dans l’hypothalamus, les récepteurs au NPY de 
types Y1, Y2 et Y5 sont fortement exprimés dans l’ARC, le PVN et le VMN (Parker and 
Herzog, 1999). Enfin, il a été montré recemment que la stimulation des neurones AgRP 
par photostimulation provoque une augmentation drastique de la prise alimentaire chez la 
souris, et ceci sans qu’il y ait d’inhibition des neurones POMC (Aponte et al., 2011). 
Il convient de noter qu’il existe, dans l’ARC, d’autres neurones exerçant un effet 
orexigène ou anorexigène, mais les données de la littérature à leur sujet sont plus éparses 
et font parfois l’objet de controverses. C’est la raison pour laquelle, ils ne sont pas 
développés dans ce manuscrit. 
 
3-2  Les autres noyaux hypothalamiques 
 
 La destruction bilatérale du PVN conduit à une obésité associée à une hyperphagie 
(Aravich and Sclafani, 1983). Le PVN exerce donc un effet global anorexigène. Au moins 
trois neuropeptides synthétisés dans le PVN diminuent la prise alimentaire et le poids 
corporel: la CRH, la THR et l’ocytocine (Kow and Pfaff, 1991; Olson et al., 1991a, 
1991b; Glowa et al., 1992). Le PVN est un noyau important en ce qui concerne 
l’intégration d’informations neuroendocrines ou du SNA, et c’est l’une des régions les 
plus innervées par les neurones POMC et NPY (Bagnol et al., 1999b; Cone, 2005). Le 
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Figure 7: Circuits neuronaux activés lors de la détection hypothalamique de nutriments 
Le système mélanocortinergique est le mieux caractérisé lors de la détection hypothalamique 
des nutriments. Les neurones POMC anorexigènes et NPY orexigènes du NA se projettent sur 
différents noyaux, dont le PVN, VMN et le LH. En retour, l’ARC reçoit des informations 
provenant du VMN et du LH ; ces deux noyaux sont interconnectés et se projettent également 
sur le PVN, centre intégrateur. Les neurones à orexines et MCH du LH interagissent avec le 
système à mélanocortine et intègrent les informations de ce système avec celles de la 
récompense/motivation, préalablement traitées dans l’aire tegmentale ventrale (VTA) et le 
noyau accumbens (Nac). Le NTS reçoit des projections provenant du NA, du PVN, du VMN et 
du LH, et intègre ces informations hypothalamiques descendantes ainsi que des signaux issue 
de la sphère digestive. L’ensemble permet de contrôler de multiples effecteurs 
comportementaux et métaboliques pour le maintien de l’homéostasie énergétique.  
 
D’après Blouet, 2010.  
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 PVN est également un relai du système mélanocortinergique. En effet, les récepteurs à α-
MSH sont abondants dans le PVN. Ils sont notamment présents sur les neurones à 
ocytocine. Les fibres ocytocinergiques issues du PVN, activées lors de la prise alimentaire 
(Johnstone et al., 2006), projettent vers le noyau du tractus solitaire (NTS) du tronc 
cérébral (TC) (Sawchenko, 1987; Blevins et al., 2003) ce qui augmente la sensibilité de 
cette zone pour les signaux satiétogènes issus de la sphère digestive. Le PVN reçoit 
également des efférences corticales permettant de limiter la prise alimentaire (Moran et 
al., 2001; Berthoud et al., 2006) (Figure 7). 
Le VMN participe au contrôle de la satiété. La majorité des neurones qui 
constituent ce noyau sont glutamatergiques. Le VMN reçoit des projections 
mélanocortinergiques de l’ARC, et envoie également des projections vers ce dernier, dont 
des projections glutamatergiques vers les neurones POMC (Sternson et al., 2005). Le 
VMN envoie également des projections vers le PVN, le LH, le DMN et le NTS (Sclafani 
et al., 1975; Canteras et al., 1994; McClellan et al., 2008). Récemment, le facteur 
stéroïdogénique 1 (SF-1), exprimé spécifiquement dans des neurones du VMN a été 
suggéré comme étant impliqué dans le contrôle de l’homéostasie énergétique (Bingham et 
al., 2008; Zhang et al., 2008; Kim et al., 2009). En effet, les neurones SF-1 du VMN 
expriment MC4-R et libèrent le brain-derived neurotrophic factor (BDNF), un modulateur 
de la prise alimentaire (Majdic et al., 2002; Unger et al., 2007; Wang et al., 2007). De 
plus, le tonus mélanocortinergique contrôle l’expression du BDNF (Xu et al., 2003). La 
perte de fonction du récepteur au BDNF conduit à une hyperphagie et une obésité (Lyons 
et al., 1999; Yeo et al., 2004). A l’inverse, l’administration (centrale ou en périphérie) de 
BDNF entraine une diminution du poids corporel et de la PA, indiquant que le BDNF est 
un signal anorexigène stimulé par le système à mélanocortine (Xu et al., 2003). Enfin, une 
étude montre que la délétion du gène Bdnf spécifiquement dans le VMN conduit à une
49 
 
 50 
 
hyperphagie et au développement de l’obésité, ceci suggérant un rôle majeur de ce facteur 
de croissance dans la régulation de la prise alimentaire (Unger et al., 2007) (Figure 7). Le 
LH est aussi un noyau hypothalamique dans lequel une détection directe des nutriments a 
été mise en évidence. De plus, les neurones du LH reçoivent et intègrent des informations 
sensorielles et hédoniques. Des terminaisons nerveuses du LH innervent également le 
cortex, le système limbique, le thalamus et la moelle épinière en particulier, déclenchant 
alors des réponses comportementales ou nerveuses via le SNA (Berthoud, 2002). Deux 
groupes de neurones peptidergiques sont connus dans le LH, il s’agit des neurones à MCH 
et à orexines (A et B, aussi appelées hypocrétines), qui jouent un rôle majeur dans 
l’équilibre énergétique (Sakurai et al., 1998), en particulier via les interactions avec le 
système à mélanocortine. En effet, les neurones à orexines projettent dans l’ARC, excitent 
les neurones à NPY (Muroya et al., 2004; van den Top et al., 2004), et inhibent les 
neurones POMC (Ma et al., 2007). Par ailleurs, les fibres à orexine A innervent les 
neurones pré-moteurs du raphé caudal, et ce circuit est impliqué dans la régulation de la 
thermogénèse, ainsi que les fonctions cardiovasculaire et gastrointestinale (Berthoud et al., 
2005) (Figure 7). Les neurones MCH du LH sont également capables de moduler 
l’activité mélanocortinergique de l’ARC chez le rat. Ainsi, l’injection de MCH dans 
l’ARC augmente la libération d’AgRP et diminue celle d’α-MSH, augmentant ainsi la 
prise alimentaire  (Abbott, 2003). Différentes études pharmacologiques ou génétiques 
confirment le rôle de la MCH dans le contrôle de l’homéostasie énergétique et du glucose 
(Ludwig et al., 2001; Segal-Lieberman et al., 2003). Enfin, son rôle dans le contrôle des 
dépenses énergétiques via des projections sur le NTS a également été montré (Zheng et 
al., 2005) (Figure 7).  
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4- Plasticité hypothalamique et régulation de l’homéostasie 
énergétique  
 
4-1 Définition de la plasticité cérébrale 
 
Longtemps, les scientifiques ont pensé que le cerveau, une fois mature, se 
caractérisait par la stabilité de ses connexions, jugées immuables. Depuis une trentaine 
d'années, cette vision de la structure et de la fonction cérébrale a complètement changé. En 
effet, l'organisation des réseaux neuronaux peut varier en fonction des expériences vécues 
par l'organisme (Lambert, 2004). Les modifications de sensibilité ou de réactivité des 
réseaux neuronaux, ou même de leur connectivité sont autant de signes de la plasticité 
cérébrale qui persiste chez adulte. Pour parler de plasticité, il faut que les changements 
observés dans le réseau se traduisent par des changements fonctionnels (Paillard, 1976). 
Différentes formes de plasticité peuvent-être distinguées au travers de cette définition : la 
plasticité observée lors du développement (pré- et post-natale) à la base de l’organisation 
du SNC, la plasticité induite par des lésions (lors de traumatismes du tissu nerveux), et la 
plasticité adaptative, qui permet la réorganisation de certains circuits neuronaux (chez les 
jeunes ou les adultes lors d’un processus d’apprentissage, ou lors de modifications de 
l’environnement). Dans tous les cas, les changements fonctionnels liés à des processus 
moléculaires et pharmacologiques (comme la modification de la sensibilité de certains 
récepteurs aux neurotransmetteurs, ou l’apparition de nouveaux récepteurs au niveau des 
plaques synaptiques) peuvent être consolidés par des modifications morphologiques plus 
lentes à se mettre en place, mais aussi plus durables. Les modifications morphologiques 
peuvent se traduire par la disparition de synapses existantes ou la création de nouvelles. 
Cette synaptogenèse implique le bourgeonnement d’une région membranaire (formation 
d’épines dendritiques) 
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Figure 8: Illustration du phénomène de LTP (selon Hebb) 
Après une semaine de stimulation répétée (lors d’apprentissage, de conditionnement, etc…), 
les connexions synaptiques  sont renforcées. Ici ce renforcement ce traduit par une 
augmentation du nombre de récepteurs post-synaptique.   
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ainsi que le recrutement de récepteurs à neurotransmetteurs à cet endroit. Elle peut 
s’accompagner d’un retrait d’une portion astrocytaire qui empêchait jusqu’alors tout 
contact neuro-neuronal ou neurovasculaire (Bonfanti, 2006). Une autre forme de plasticité 
a été mise en évidence plus récemment, elle est basée sur l’insertion ou le retrait de 
cellules au sein de circuits existants. 
 
4-2 Plasticité hypothalamique  
 
La plasticité cérébrale a été mise en évidence en premier lieu dans l’hippocampe 
(Hebb, 1949). Hebb propose que le processus d’apprentissage soit soutenu par un 
phénomène de potentialisation à long terme permettant un renforcement des synapses 
entre les neurones stimulés en même temps (Figure 8). Les processus de plasticité 
hippocampique lors de la mémorisation sont jusqu’à aujourd’hui les plus étudiées. 
Néanmoins, d’autres structures cérébrales se sont révélées capables de réorganisation en 
réponse aux conditions environnementales ou aux variations de l’état interne. 
L’hypothalamus fait partie de ces structures. L’apparition de la notion de plasticité 
hypothalamique date de 1968 (Valenstein et al.). L’expérience menée consistait à stimuler 
à l’aide d’électrodes le LH de rats adultes et à mesurer trois comportements qui étaientt 
boire, manger, ou ronger. Les animaux stimulés réalisaient un des trois comportements 
durant la stimulation. Lorsque les expérimentateurs enlevaient l’objet correspondant au 
comportement observé (biberon d’eau, nourriture ou bout de bois à ronger), les animaux 
réalisaient une des deux autres tâches. A partir de là, un premier concept assez primaire de 
plasticité hypothalamique a émergé, décrit comme la capacité du réseau cellulaire 
hypothalamique à modifier ses connections dans le but de stimuler ou d’inhiber un 
comportement ou un autre. Depuis, la définition de la plasticité hypothalamique a évolué 
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Figure 9: Illustration du  retrait d’une projection astrocytaire permettant l’activation de 
la synapse. 
Des changements physiologiques comme la lactation, la parturition ou la déshydratation vont 
avoir pour effet le retrait des projections astrocytaires d’entre les synapses, et l’activation 
par le glutamate des neurones à ocytocine et à vasopressine dans le SON et le PVN 
hypothalamiques. 
 
Selon Theodosis and Poulain, 2008. 
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et a été étudiée dans différentes structures hypothalamiques.  
 
4-2-α Le système magnocellulaire hypothalamo-hypophysaire 
 
Beaucoup d’études ont révélé la capacité plastique du système magnocellulaire 
hypothalamo-neurohypophysaire chez l’individu adulte. Les noyaux hypothalamiques 
supraoptique (SON) et paraventriculaire (PVN), qui font partie de ce système, contiennent 
deux populations de neurones neurosécréteurs : les neurones à ocytocine et les neurones à 
vasopressine. Ces neurones reçoivent beaucoup d’afférences représentées par de 
nombreuses terminaisons synaptiques axonales sur leurs corps cellulaires et sur leurs 
dendrites. La majorité des cellules gliales dans ces 2 zones sont des astrocytes qui ont une 
morphologie proche de celle de la glie radiaire que l’on trouve dans un cerveau en 
développement : des corps cellulaires alignés, des projections denses qui se prolongent en 
projections plus fines qui sont entremêlées avec les éléments neuronaux, et une 
immunoréactivité positive pour la vimentine qui est un marqueur de glie radiaire 
(Theodosis and Poulain, 1993). Dans la zone somatique de ces deux aires 
hypothalamiques, les somas et dendrites des neurones à vasopressine et ocytocine sont en 
grande majorité séparés par de fines projections astrocytaires et seulement 1% des 
membranes neuronales sont en apposition directe (Tweedle and Hatton, 1977; Modney 
and Hatton, 1989; Marzban et al., 1992; Hatton, 1997). Plusieurs conditions 
physiologiques comme la gestation, la parturition, la lactation et la déshydratation, sont 
connus pour activer ces neurones et stimuler la sécrétion des deux hormones par 
l’hypophyse postérieure. Depuis les années 80, on sait que sous ces conditions, 
l’activation de ces deux populations de neurones est potentialisée par une rétractation 
rapide et coordonnée des projections astrocytaires (Figure 9), permettant ainsi une 
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Figure 10: Enroulement des projections gliales autour du soma des neurones à GnRH en 
période d'anoestrus et d'oestrus. 
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augmentation des appositions somatiques et axosomatiques, voir même la création  de 
multiples synapses dans le SON et le PVN (Theodosis et al., 1986, 2004; Theodosis and 
Poulain, 1993; Hatton, 1997). En cas de cessation des changements physiologiques ayant 
entrainé ces modifications, le réseau cellulaire revient à l’état standard dans un délai qui 
va de quelques heures à quelques jours (selon le stimulus), ceci montrant la rapidité avec 
laquelle les évènements plastiques peuvent se réaliser. 
 
4-2-β Aires pré-optique et médiobasale 
 
Les neurones à GnRH (gonadotrophine-releasing hormone) se situant dans les 
aires hypothalamiques préoptique et médiobasale subissent des modifications lors de 
changements hormonaux (Theodosis and Poulain, 1993). Ainsi, Witkin et al. (1991) ont 
montré que l’ovariectomie chez le singe rhésus résultait en une augmentation de 
l’apposition des projections astrocytaires sur le soma des neurones à GnRH, ceci suivi 
d’une baisse concomitante de l’innervation de ces neurones. En conditions plus 
physiologiques, chez le mouton, la densité de glie autour des somas des neurones à GnRH 
est sous l’influence des rythmes saisonniers et sexuels (Lehman et al., 1988). Un animal 
en période d’anœstrus verra la quasi-totalité de ses neurones à GnRH « enveloppés » dans 
des projections gliales, réduisant ainsi l’activité synaptique de ces neurones en 
comparaison avec un animal sexuellement actif (Figure 10). Chez les étourneaux, la 
variation du nombre de synapses axosomatiques est liée à la lumière (Parry and 
Goldsmith, 1993). Chez les oiseaux ayant subi une période photoréfractaire prolongée,  
l’activité synaptique de leurs neurones à GnRH est augmentée à cause d’une baisse des 
contacts gliaux avec les somas de ces neurones. 
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Figure 11: Molécule d’adhésion NCAM et mécanisme d’action de PSA. 
Structure générale de NCAM sur la surface membranaire. Les 7 domaines membranaires se 
lient à une autre protéine NCAM identique sur la membrane cellulaire opposée pour former 
une jonction cellule-cellule. PSA-NCAM est modifié avec jusqu’à 2 chaines d’acide 
polysialique linéaire chargées négativement.  
NCAM
PSA
Intéraction
cellule/cellule 
homophilique
Dissociation cellulaire
Migration cellulaire
Synaptogenèse
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4-2-γ Hypothalamus ventro-médian 
 
L’ARC est une zone hypothalamique particulièrement sensible aux changements 
hormonaux. Chez la rate, les neurones de l’ARC sensibles à l’œstrogène sont inhibés par 
une augmentation de « l’enrobage » des cellules gliales autour des neurones lors d’une 
augmentation d’œstradiol (pro-œstrus), provoquant une baisse du nombre de synapses 
axosomatiques (Olmos et al., 1989). Ce phénotype se réverse très rapidement en phase 
d’oestrus (24H entre le pro-oestrus et l’oestrus chez la rate). Le VMN est également 
sensible aux œstrogènes, ceux-ci pouvant modifier la structure, la taille et l’organisation 
des synapses des neurones, ainsi que la densité des épines dendritiques (Carrer and Aoki, 
1982; Frankfurt et al., 1990; Frankfurt and McEwen, 1991). Ces études démontrent que 
des réseaux neuronaux précis situés dans l’hypothalamus peuvent se réorganiser chez 
l’adulte de manière rapide et transitoire en fonction de variations hormonales 
physiologiques, relayant ou non des modifications environnementales. 
 
4-2-δ Rôle de PSA-NCAM dans la plasticité hypothalamique 
 
L’organisation du SNC est dépendante de molécules d’adhésion et de 
reconnaissance cellulaire. La possibilité de changer les intéractions cellulaires lors de 
processus de plasticité est cruciale. Le rôle d’une protéine appelée NCAM (neural cell 
adhesion molecule) a été particulièrement bien étudié non seulement au cours du 
neurodéveloppement mais aussi dans différents modèles  (Figure 11). Il existe trois 
isoformes principales de NCAM générées à partir d’une seule copie du gène après 
épissage alternatif. L’expression de NCAM peut-être régulée par différents facteurs de 
transcription comme par exemple les gènes Hox et Pax (Edelman and Jones, 1995). Au 
niveau structurel, la partie extracellulaire de NCAM se compose de cinq modules Ig et de 
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deux modules fibronectines de type III qui peuvent interagir avec les molécules de la   
matrice extracellulaire, telles que l'héparine, le sulfate d'héparine, le collagène et 
également les autres molécules NCAM. Le domaine cytoplasmique peut être attaché à 
l'actine du cytosquelette (Walmod and Kolkova, 2004) (Figure 11). La fonction principale 
de cette glycoprotéine faisant partie de la superfamille des immunoglobulines est de 
moduler les adhésions neurone/neurone et neurone/glie (Keilhauer et al., 1985). La 
protéine NCAM est essentielle pour des processus de développement du CNS comme la 
migration et la guidance axonale (Edelman and Jones, 1997) et la croissance de neurite 
(Rutishauser and Watanabe, 1985; Doherty and Walsh, 1992; Hall et al., 1996). 
L’inactivation du gène codant pour la protéine NCAM chez la souris provoque une 
diminution de la taille des bulbes olfactifs (Cremer et al., 1994), et un défaut de croissance 
axonale de la région CA3 de l’hippocampe (Cremer and Chazal, 1997). Lors du 
développement et chez l’adulte, NCAM peut s’associer à PSA (polysialic acid) (Figure 
11). Ce processus est catalysé par deux sialyl transférases qui sont la sialyltransferase-X 
(STX ou St8SiaII) qui régule l’expression de PSA-NCAM pendant le développement, et la 
polysialyltransferase (PST ou St8SiaIV) qui est prédominante dans le cerveau post-natal 
(Hildebrandt et al., 1998). Lorsque PSA est associé à NCAM, l’adhésion cellule-cellule 
est diminuée, permettant un remaniement des connections synaptiques (Fields and Itoh, 
1996; Benson et al., 2000; Cremer et al., 2000; Rønn et al., 2000; Bonfanti, 2006). Il a été 
démontré que certains remaniements des réseaux hippocampique et hypothalamique vus 
précédemment impliquaient PSA-NCAM. Dans l’hypothalamus, PSA-NCAM est 
particulièrement abondant dans le SON (Theodosis et al., 1991; Bonfanti et al., 1992). Des 
expériences de microscopie électronique ont montré que le marquage PSA est associé 
avec les projections astrocytaires, et surtout celles se trouvant autour des somas 
neuronaux, mais qu’il est également présent sur les dendrites et les axones qui projettent 
vers la neurohypophyse (Theodosis and Poulain, 1999; Bonfanti, 2006). Chez les rates en 
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Figure 12: Modifications des afférences synaptiques chez les souris ob/ob et effet de la 
leptine.  
(A) Afférences synaptiques sur les neurones POMC et NPY chez les souris wt. (B) Afférences 
synaptiques sur les neurones POMC et NPY chez les souris ob/ob. (C) 6h après injections en 
ip de la leptine, les deux populations neuronales retrouvent des tonus équivalents à ceux 
observés chez les souris wt. 
Selon Pinto et al., 2004.  
A
B
C
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lactation, on observe une augmentation dramatique de l’expression de PSA-NCAM dans 
le SON et la neurohypophyse par rapport à des rates vierges (Pierre et al., 2001). De 
même, dans l’ARC, la suppression enzymatique de PSA montre que la réduction 
réversible du nombre de synapses chez la femelle adulte lors de l’oestrus est un 
phénomène PSA-NCAM dépendant (Hoyk et al., 2001). La polysialysation de NCAM 
semble donc être un événement moléculaire majeur permettant aux prolongements 
astrocytaires de se déplacer, et favorisant ainsi l’activation ou l’inhibition de certaines 
synapses. 
 
 
4-3 Plasticité hypothalamique et régulation de l’homéostasie énergétique 
 
Les variations hormonales sont capables de modifier la cytoarchitecture de certains 
réseaux neuronaux hypothalamiques. Par analogie, il était vraisemblable que des 
hormones métaboliques, telles que la leptine ou la ghréline, puissent aussi modifier les 
connexions cellulaires dans l’hypothalamus, et notamment affecter les circuits de la prise 
alimentaire. Ainsi, il a été montré que chez les souris déficientes en leptine (ob/ob), le 
nombre de synapses excitatrices (glutamatergiques) est élevé sur les neurones NPY et 
moins important sur les neurones POMC par rapport à la situation observée chez les souris 
sauvages. Le nombre de synapses inhibitrices (GABA-ergiques) est diminué sur les NPY 
et augmenté sur les POMC chez les souris mutantes par rapport à la situation contrôle 
(Figure 12). Cette situation doit favoriser la prise alimentaire, puisque le phénotype de ces 
souris présente une augmentation dramatique de leur poids. Une injection intrapéritonéale 
de leptine chez ces souris mutantes restaure l’organisation synaptique de ces circuits. En 6 
heures seulement la leptine provoque une baisse de 85% des synapses excitatrices et une 
augmentation de 70% des synapses inhibitrices sur les neurones NPY ; et une 
augmentation de 300% des synapses excitatrices sur les neurones 
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Figure 13: Projections de l’ARC vers le PVN chez des souris wt et chez les souris ob/ob à 
P10, P16 et P60. 
 
La densité des fibres qui projettent de l’ARC au PVN est beaucoup moins importante chez les 
souris ob/ob dès le stade post-natal P10 jusqu’au stade adulte P60. 
 
Selon Bouret et al., 2004. 
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POMC (Pinto et al., 2004) (Figure 12). Bien que 6h ne suffisent pas à rétablir le 
phénotype comportemental, un traitement de leptine durant 2 jours provoque une baisse de 
la prise alimentaire et du poids corporel. Si cet effet cellulaire structurant participe à la 
réponse comportementale, un délai de 24h au moins est donc requis. Ainsi le remodelage 
des connexions neuronales pourrait participer à la régulation de l’homéostasie énergétique. 
L’organisation des circuits de la prise alimentaire intègre donc les conditions métaboliques 
et varie notamment en fonction de l’état métabolique et en fonction des taux de leptine 
circulante. La leptine participe également à la mise en place des circuits neuronaux de la 
prise alimentaire au cours du développement. Le taux de leptine plasmatique augmente 
dès la première semaine post-natale (Ahima et al., 1998). Le pic de leptine néonatal ne 
provoque pourtant pas de perte de poids de l’animal. Durant cette période critique, un 
défaut de leptine comme on peut l’observer chez les souris ob/ob, provoque une perte de 
poids du cerveau des animaux par rapport à des souris contrôle (Ahima et al., 1999; 
Steppan and Swick, 1999; Ahima and Hileman, 2000). Ceci suggère que la leptine est un 
acteur essentiel pour le bon développement du cerveau. Les souris ob/ob déficientes en 
leptine présentent également des densités de projections axonales de l’ARC vers les autres 
noyaux hypothalamiques beaucoup moins importantes que les souris wt (de P10 à P60 ; 
Bouret et al., 2004) (Figure 13). L’injection chronique de leptine de P4 à P12 chez les 
ob/ob rétablit le phénotype et provoque une diminution de leur prise alimentaire à P32. 
L’étude ex vivo sur des tranches de cerveaux issus de ces souris montre que l’ajout de 
leptine provoque en seulement 72h la prolifération et l’élongation des axones des neurones 
de l’ARC. Ainsi la leptine est nécessaire pour générer les connexions entre l’ARC et le 
PVN, connexions qui s’avèrent essentielles au stade adulte puisque ces souris présentent 
un dysfonctionnement du contrôle de l’homéostasie énergétique.  
Le même phénomène est retrouvé chez des rats sélectionnés pour leur 
prédisposition à devenir obèses s’ils sont soumis à un régime gras (rats DIO pour diet
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Figure 14: Organisation des afférences synaptiques chez les rats DR et les rats DIO. 
(A) Nombres de connections stimulatrices et inhibitrices sur les neurones POMC des deux 
populations de rats nourries en régime STD. (B et C) Images de microscopie électronique 
montrant une connexion excitatrice (B) et inhibitrice (C) sur un neurone POMC d’un rats 
DR-STD (B) et d’un rat DIO-STD (C). (D) Nombres de connections stimulatrices et 
inhibitrices sur les neurones POMC des deux populations de rats nourries en régime HFD. (E 
et F) Images de microscopie électronique montrant le soma d’un neurone POMC d’un rat 
DR-HFD (E) et d’un rat DIO-HFD avec une projection gliale en vert (F). (G) Nombre total 
de connections synaptiques chez des rats DR ou DIO nourries avec un régime STD ou HFD. 
(H) Surface de projections gliales entourant le périkarion des neurones POMC chez les rats 
DR ou DIO. 
 
Selon Horvath et al., 2010. 
1 µm 
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induce obesity vs DR pour diet resistant). Lors du développement post-natal (à P12 et 
P16), les projections de l’ARC vers le PVN sont 2 à 4 fois moins denses chez les rats 
vulnérables par rapport aux rats résistants (Bouret et al., 2008). Cet effet est indépendant 
des conditions métaboliques des rates pendant la gestation et la lactation. De plus, chez les 
adultes, les rats sélectionnés pour être sensibles au régime gras mais maintenus sous 
régime STD présentent plus de synapses inhibitrices que de synapses excitatrices sur les 
neurones POMC de l’ARC (Figure 14), alors que les rats DR ont autant de synapses des 
deux types. Après 3 mois de régime HFD, cette organisation synaptique est inversée pour 
les deux populations de rats. Ainsi, les rats DIO présentent davantage de synapses 
excitatrices sur les neurones POMC alors que les rats DR présentent plus de synapses 
inhibitrices sur les neurones POMC (Horvath et al., 2010). Les conditions nutritionnelles 
sont capables de remodeler les connexions synaptiques, et ce remodelage semble être en 
faveur d’une stimulation des neurones POMC. Mais la situation est paradoxale car cette 
réorganisation qui pourrait être bénéfique suite à l’augmentation du tonus anorexigène, 
n’est pas accompagnée par une baisse de la prise alimentaire. Les auteurs suggèrent qu’à 
long terme la réorganisation des réseaux n’est pas capable d’enrayer la prise de poids car 
une résistance à la leptine s’installe, ce qui ne permet plus d’activer le système à 
mélanocortines même remanié. 
De manière physiologique, chez l’adulte, la leptine va également permettre un remodelage 
des connexions synaptiques sur les neurones à hypocrétine/orexine (HCRT/ORX), qui 
sont connus pour stimuler l’état d’éveil et la prise alimentaire (Yamanaka et al., 2003). En 
temps normal, sur les neurones HCRT/ORX, le tonus excitateur est largement plus 
important que le tonus inhibiteur (Horvath, 2005). La mise à jeun augmente d’autant plus 
ce tonus excitateur de manière leptine dépendante. Cette plasticité qui permet une 
augmentation très importante de l’activité de ces neurones en cas de jeûne s’explique d’un  
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Figure 15: Illustration des étapes successives du phénomène de neurogenèse 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 16: Première mise en évidence de la neurogenèse dans le cerveau. 
Marquage radioactif de neurones ayant incorporé de la thymidine triciée dans le cortex 
cérébral de rat adulte ayant subi une lésion 1 mois plus tôt. 
 
Selon Altman, 1962. 
Prolifération Différenciation Maturation 
Intégration dans 
le réseau
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point de vue évolutif, en effet l’animal doit être particulièrement éveillé quand il est à la 
recherche de nourriture pour sa survie.  
La plasticité synaptique hypothalamique semble donc être un phénomène rapide, 
réversible et impliqué dans le contrôle de l’homéostasie énergétique. Cependant une autre 
forme de plasticité pourrait aussi exercer un rôle important dans cette régulation, il s’agit 
du renouvellement cellulaire. 
 
 
5- Neurogenèse et régulation de l’homéostasie  énergétique 
5-1 Définition 
 
 La biologie du développement nous apprend que l’organogenèse du SNC nécessite 
la multiplication de cellules immatures qui doivent être placées à l’endroit et au nombre 
adéquats, qui vont éventuellement migrer sur des distances plus ou moins importantes 
pour atteindre une région spécifique, puis se différencier en neurones qui vont eux-mêmes 
maturer pour se spécialiser, puis se connecter entre eux pour former un réseau cellulaire 
(Figure 15). Cette séquence d’évènements constitue la neurogenèse au cours de laquelle 
des processus de sélection peuvent intervenir à chaque étape, et qui permettent d’affiner la 
structure du réseau. Mais ce processus n’est pas restreint à la période périnatale. En effet, 
le cerveau doit s’accommoder de la croissance de l’organisme et de ses nouvelles 
capacités cognitives et comportementales. Ainsi le cerveau adulte, comme le cerveau en 
développement, est capable de produire de nouveaux neurones. Cette idée a émergé pour 
la première fois en 1962 quand Altman a utilisé une méthode d’incorporation de 
thymidine tritiée pour démontrer l’apparition de nouveaux neurones dans le cerveau de rat 
après une lésion (Figure 16). Ces résultats allaient à contre-courant du dogme selon lequel  
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Figure 17:  Localisation anatomique des deux niches neurogéniques les plus étudiées 
dans le cerveau: la SVZ et la SGZ. 
LV = Ventricule latéral ; OB = Bulbes olfactifs ; RMS = Flux rostral migratoire ; SGZ = 
Zone sous granulaire ; SVZ = Zone sous ventriculaire. 
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le cerveau était constitué d’un nombre de neurones fixé à la fin du développement, celui-ci 
ne faisant que diminuer au fur et à mesure des années (Ram n y Cajal and May, 1 28). Ce 
dogme fut d’ailleurs complètement abandonné après les études de Nottebohm et de ses 
collaborateurs qui ont observé une plasticité cellulaire saisonnière dans le centre de 
contrôle vocale des oiseaux chanteurs, et donc mis en évidence pour la première fois une 
plasticité du nombre de neurones dans le cerveau en conditions physiologiques (Goldman 
and Nottebohm, 1983; Paton and Nottebohm, 1984; Burd and Nottebohm, 1985). 
 
 
5-2 Neurogenèse dans différentes structures cérébrales 
 
Chez les mammifères, lors du développement, toutes les structures du cerveau sont 
capables de produire de nouveaux neurones. Au fur et à mesure que le cerveau se 
développe et se complexifie, la capacité de neurogenèse décroit. A l’âge adulte, cette 
neurogenèse se limite à quelques régions du cerveau uniquement. 
 
5-2-α La zone sous-ventriculaire 
 
La zone la plus étudiée pour son caractère prolifératif au stade adulte est la zone 
sous ventriculaire (SVZ) (Figures 17 et 18). Dans cette région certaines cellules 
exprimant GFAP et présentant une morphologie astrocytaire agissent comme des cellules 
souches à division lente (Doetsch et al., 1999). Ces cellules souches sont capables de se 
diviser et de générer des précurseurs neuraux immatures, qui prolifèrent encore 
transitoirement, et qui vont se différencier en neuroblastes (Lois and Alvarez-Buylla, 
1994).  Environ 30 000 neuroblastes vont migrer en chaîne de manière unidirectionnelle  
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Figure 18:  Flux rostral migratoire avec les cellules BrdU+ en rouge et PSA- NCAM en 
vert. 
Selon Picard-Riera et al., 2003 
 
 
 
 
 
 
Figure 19: Neurones néoformés dans la SGZ du gyrus denté de l’hippocampe. 
 
(b) Cellules BrdU+ en vert. (c) Cellules NeuN+ en rouge (d) Superposition 
 
Selon Thuret et al., 2009. 
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jusqu’aux bulbes olfactifs (BO) via le flux rostral migratoire (RMS) chaque jour, ce qui 
fait de la SVZ la zone du cerveau qui a le plus fort potentiel prolifératif chez le rongeur. 
Les neuroblastes migrent au travers d’une structure tubulaire formée par des astrocytes 
spécialisés (Jankovski and Sotelo, 1996; Lledo et al., 2006). Une fois arrivées aux BO,  
seulement 50% des cellules nées dans la SVZ vont être sélectionnées et se différenciées en 
2 populations d’interneurones inhibiteurs, l’une qui va s’installer dans la couche 
granulaire du BO, et l’autre dans la couche périglomérulaire (Petreanu and Alvarez-
Buylla, 2002; Yamaguchi and Mori, 2005; Mouret et al., 2008). Ces interneurones vont 
être ensuite intégrés au réseau et ils vont moduler les informations sensorielles arrivant 
aux BO. Il a d’ailleurs été montré que la création de nouvelles cellules, autant que 
l’élimination par apoptose des nouvelles cellules en surplus, sont des phénomènes 
essentiels pour l’apprentissage perceptuel olfactif (Petreanu and Alvarez-Buylla, 2002; 
Mandairon et al., 2006; Moreno et al., 2009; Mouret et al., 2009). 
 
5-2-β L’hippocampe 
 
L’autre zone  du cerveau adulte connue pour sa grande capacité proliférative est la 
zone sous granulaire (SGZ) du gyrus denté (DG) de l’hippocampe (Figures 17 et 19). 
Dans cette région, chez la souris, on trouve environ 9000 progéniteurs neuraux exprimant 
DCX (Doublecortine ; marqueur de neurone immature) issus de la division asymétrique de 
cellules souches (Cameron and McKay, 2001). Contrairement à la SVZ, les progéniteurs 
neuraux de l’hippocampe vont se diviser, être sélectionnés, et se différencier localement 
dans la SGZ, leur migration se limite à se déplacer de la couche sous-granulaire à la 
couche granulaire du gyrus denté de l’hippocampe (Kuhn et al., 1996; Abrous and Koehl, 
2005). Les neurones néoformés envoient des projections axonales vers la région CA3 de 
l’hippocampe, et des arborisations dendritiques vers la couche moléculaire  
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(Stanfield and Trice, 1988; Markakis and Gage, 1999). Ces nouveaux neurones sont 
morphologiquement identiques aux neurones granulaires déjà en place (ils expriment des 
marqueurs de neurones matures comme NeuN ou Map-2) (Kempermann, 2003) (Figure 
19), et développent des propriétés électrophysiologiques de neurones matures (van Praag 
et al., 2002).  Cette neurogenèse joue un rôle causaldans différentes fonctions de 
l’hippocampe : apprentissage, mémorisation, humeur (Shors et al., 2001; Santarelli et al., 
2003; Dupret et al., 2007; Imayoshi et al., 2008; Garthe et al., 2009; Thuret et al., 2009).  
Ces deux régions, la SVZ et la SGZ,  sont appelées niches neurogéniques car elles 
possèdent un microenvironnement capable de retenir les cellules à un stade très immature 
et indifférencié (Li and Xie, 2005; Morrison and Spradling, 2008). Ces deux zones sont 
celles qui renferment le plus de précurseurs neuraux chez l’adulte. Toutefois, des capacités 
neurogéniques ont été observées dans d’autres zones du cerveau, même si la production de 
nouvelles cellules est bien plus faible à ces endroits. Ainsi, la production de nouveaux 
neurones a été observée dans le néocortex (Altman, 1963; Huang et al., 1998; Gould, 
1999; Gould et al., 2001; Bernier et al., 2002;  Fowler et al., 2002; Dayer et al., 2005), le 
cortex piriforme (Bernier et al., 2002; Pekcec et al., 2006), l’amygdale (Bernier et al., 
2002; Fowler et al., 2002), le striatum (Bédard et al., 2002, 2006), la substance noire 
(Zhao et al., 2003), les noyaux vestibulaires (Tighilet et al., 2009) et le complexe vagal 
dorsal (Bauer et al., 2005; Chigr et al., 2009).  
 
5-3 Neurogenèse hypothalamique 
 
La technique classique actuellement utilisée pour mettre en évidence la 
prolifération cellulaire consiste à réaliser des injections en ip d’un analogue de la 
thymidine: le bromodeoxyuridine (BrdU), qui s’incorpore à l’ADN lors de sa réplication. 
Ces injections sont suffisantes pour détecter les cellules qui se sont  divisées  dans la  SVZ 
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Figure 20: Effet de l’exposition à un mâle dans l’hypothalamus des femelles campagnol. 
(D) Hypothalamus d’une femelle non-exposé à un mâle, où on peut voir 3 cellules BrdU+ (E) 
Hypothalamus d’une femelle exposé à un mâle, on dénombre 8 cellules BrdU+. 
 
Selon Fowler et al., 2002.  
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ou la SGZ (Figures 18 et 19), mais s’avèrent peu sensibles pour détecter des niveaux de 
prolifération faibles. Dans ces conditions, on observe dans l’hypothalamus adulte que 
quelques cellules dans la couche épendymaire du 3ème ventricule, et d’autres éparses dans 
le parenchyme (Huang et al., 1998; Fowler et al., 2002; Kokoeva et al., 2005a, 2007) 
(Figure 20 et 21). Dès lors, l’hypothalamus a été considéré comme une zone du cerveau 
adulte très peu proliférative. Pourtant en 2001, Pencea et ses collaborateurs ont mis en 
évidence une prolifération beaucoup plus importante dans l’hypothalamus de rat par 
rapport à ce qui avait été initialement observé. Ceci a été confirmé quelques années plus 
tard chez la souris (Kokoeva et al., 2005). Pour mettre en évidence cette prolifération, ils 
ont utilisé une technique plus sensible qui consiste à injecter le BrdU directement dans le 
cerveau et de manière chronique grâce à des mini-pompes osmotiques. Cette technique a 
donc permis de détecter beaucoup plus de cellules BrdU+ (Figure 21) qu’avec la méthode 
classique, et de déterminer que les nouvelles cellules se situaient à la fois dans la couche 
épendymaire qui borde le troisième ventricule, mais aussi et très largement dans tout le 
parenchyme hypothalamique. Les cellules épendymaires bordant le 3ème ventricule ainsi 
que les tanycytes de l’éminence médiane, ont été identifiées comme étant des précurseurs 
neuraux (Xu et al., 2005; Lee et al., 2012; Mcnay et al., 2012). Plus précisément,  ces 
précurseurs neuraux se subdivisent en deux populations qui sont d’une part des cellules 
souches à prolifération lente capables de s’autorenouveller, et de donner des neurosphères 
in vitro, et des cellules progénitrices neuronales à prolifération plus rapide qui ont une 
capacité d’autorenouvellement très limitée et qui sont déjà engagés dans une voie de 
différenciation neuronale d’autre part (McNay et al., 2012). A partir de ces observations, 
l’hypothalamus a été considéré comme une zone neurogénique. La prolifération cellulaire 
constitutive dans l’hypothalamus adulte a été retrouvée chez la souris (Kokoeva et al., 
2005, 2007), chez le rat (Pencea et al., 2001; Matsuzaki et al., 2009), chez le hamster 
(Huang et al., 1998) ou chez le mouton (Migaud et al., 2010), indiquant que ce processus a  
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Figure 21: Prolifération hypothalamique. 
 
(A1-2) Marquage anti-BrdU dans l’hypothalamus de souris après injections ip de BrdU 
pendant 7 jours, avec (A1) ou sans (A2) Infusion chronique de CNTF dans le ventricule 
latéral cérébral.(B1-2)Marquage anti-BrdU dans l’hypothalamus de souris après 7 jours 
d’infusion chronique de BrdU dans le ventricule latéral cérébral avec (B1) ou sans (B2) ajout 
de CNTF dans la solution injectée. (C) Nombre de cellules BrdU positive après traitement. 
 
Selon Kokoeva et al., 2005. 
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été conservé pendant l’évolution. Cette prolifération peut varier en fonction de facteurs 
exogènes et endogènes. Par exemple, chez la femelle campagnol, deux jours d’exposition 
auprès d’un un mâle provoquent une augmentation du nombre de cellules BrdU+ dans 
l’hypothalamus, alors qu’au contraire l’isolation provoque un stress causant une baisse du 
nombre de cellules prolifératives dans l’hypothalamus chez ces animaux sociaux (Figure 
20) (Fowler et al., 2002). Il a aussi été rapporté que les jours à courte photopériode 
provoquent une augmentation du nombre de cellules prolifératives dans l’hypothalamus de 
hamster (Huang et al., 1998). Enfin, la prolifération cellulaire dans l’hypothalamus de rat 
est stimulée lorsque la température ambiante passe de 24°C à 32°C durant une période 
courte (6 jours) ou une période plus longue (53 jours) (Matsuzaki et al., 2009), suggérant 
un rôle de ce processus dans l’acclimatation. En ce qui concerne les facteurs endogènes, 
diverses molécules sont connues pour stimuler la prolifération hypothalamique comme le 
BDNF (Pencea et al., 2001), le CNTF (Kokoeva et al., 2005), ou encore l’IGF-1 
(Fernandez and Torres-Alemán, 2012). La prolifération hypothalamique semble donc être 
un phénomène modulable et important pour l’adaptation aux différentes variations 
endogènes et exogènes subies par un individu. 
 
5-4 Neurogenèse hypothalamique et homéostasie énergétique 
 
L’hypothalamus étant une des zones du cerveau régulant la prise alimentaire, il 
était légitime de se demander si la neurogenèse hypothalamique pouvait jouer un rôle sur 
l’équilibre énergétique. Dans leur étude de 2005, Kokoeva et al. ont injecté du CNTF 
(ciliary neurotrophic factor) chroniquement dans le cerveau de souris adultes nourries 
pendant 2 mois avec un régime gras (Figure 21). Sept jours de traitement CNTF provoque 
une perte de poids des animaux, et cette perte de poids demeure pendant au moins 15 jours 
après l’arrêt du traitement. La longue persistance de l’effet post-traitement du CNTF 
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Figure 22: Expression de marqueurs neuronaux précoces ou tardifs dans les cellules 
néoformées, dans l’hypothalamus adulte. 
(B2 panel du haut) Double marquage BrdU/Dcx dans le parenchyme hypothalamique. (A 
panel du bas) Double marquage BrdU/Hu dans le parenchyme hypothalamique. (B1, 2 et 3 
panel du bas) Détail du marquage de deux cellules. Marquage BrdU seul (B1), Hu seul (B2) 
et merge (B3). 
 
Selon Kokoeva et al., 2007. 
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suggère que le CNTF déclenche la mise en place d’un phénomène durable dans 
l’hypothalamus de ces souris. Il s’avère que sous CNTF, l’hypothalamus des souris HFD 
présente une augmentation significative du nombre de cellules BrdU+. Ces cellules se 
différencient en neurones majoritairement (42.7%), mais également en oligodendrocytes 
dans une plus petite proportion (22.9%). Les neurones engendrés par le CNTF expriment 
POMC et NPY et sont sensibles à la leptine. Ils sont matures et fonctionnels après 42 jours 
de traitement. Après blocage de cette prolifération via l’injection intracérébroventriculaire 
de l’anti-mitotique araC (arabinoside cytosine), les souris prennent beaucoup de poids. 
Cette étude a donc démontré pour la première fois qu’il existait un lien entre neurogenèse 
et régulation de l’homéostasie énergétique, et dans ce cas précis, la neurogenèse 
hypothalamique stimulée sous CNTF chez l’adulte joue un rôle bénéfique sur le maintien 
de la balance énergétique, et plus précisemment un rôle anorexigène.  Dans 
l’hypothalamus, une large proportion des neurones POMC et NPY nés pendant 
l’embryogenèse vont disparaitre par apoptose à l’âge adulte (4 semaines d’âges) et vont 
être remplacés par de nouveaux neurones pendant les 8 semaines suivantes (Mcnay et al., 
2012). Les nouvelles cellules néoformées se différencient majoritairement en neurones 
exprimant des marqueurs transitoires comme DCX puis des marqueurs de neurones 
matures comme Hu ou TuJ1 (Figure 22). Une faible proportion des cellules néoformées 
se différencient en cellules gliales (Kokoeva et al., 2007). Les nouveaux neurones vont 
maturer et exprimer des neuropeptides comme NPY ou POMC (McNay et al., 2012). De 
plus, certains de ces neurones expriment p-STAT3 suite à une injection intrapéritonéale de 
leptine, indiquant que les cellules néoformées de l’hypothalamus sont capables de 
répondre spécifiquement aux stimulations hormonales (Kokoeva et al., 2005). 
En 2008, Chang et al. ont observé l’effet de l’exposition à un régime HFD à court 
terme pendant la gestation et l’allaitement chez la rate. Le régime gras a été donné à la 
mère soit pendant le stade embryonnaire E6 jusqu’à la naissance, au pendant le stade post- 
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Figure 23: Effet d’un régime gras donné à une mère gestante sur la neurogenèse 
hypothalamique de la progéniture. 
(Panel de gauche) Cellules BrdU+ dans le PVN (en haut) et le PFLH (en bas) d’un rat à P0 
dont la mère a été nourrit avec de la nourriture STD (BD). (Panel de droite) Cellules BrdU+ 
dans le PVN (en haut) et le PFLH (en bas) d’un rat à P0 dont la mère a été nourrit avec de la 
nourriture HFD. 
 
Selon Chang et al., 2008. 
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natal de P1 à P15, donc pendant 2 semaines en tout. Dès la naissance (P0) ces jeunes 
ratsprésentent une augmentation de la prolifération cellulaire uniquement dans deux 
noyaux hypothalamiques que sont le PVN et le PFLH (hypothalamus latéral périfornical) 
(Figure 23). Les nouveaux neurones générés dans ces conditions maturent et expriment 
des peptides connus pour stimuler la prise alimentaire qui sont la galanine, l’enképhaline 
et la dynorphine pour le PVN, l’orexine et la MCH (melanin concentrating hormone) pour 
le PFLH. Cette augmentation du nombre de neurones orexigènes dans ces deux noyaux 
hypothalamiques est directement corrélée avec  une augmentation de la prise alimentaire 
et du poids de ces animaux à l’âge adulte. L’alimentation joue donc un rôle déterminant 
sur la neurogenèse hypothalamique dans un cerveau en développement.  
D’autres études menées directement chez l’adulte ont montré qu’un régime gras 
d’un mois provoquait une augmentation du nombre de  nouveaux neurones marqués au 
BrdU dans l’éminence médiane pendant les 8 premiers jours de régime. La suppression de 
85% de ces neurones néoformés à l’aide de rayons-x chez ces souris entraine un gain de 
poids moins important que pour les souris contrôles, suggérant que dans ces conditions, 
les nouveaux neurones de ces zones précises, favorisent la mise en réserve de l’excès 
d’énergie ingérée (Lee et al., 2012). 
Chez des souris adultes sensibles au régime gras (dites DIO, âgées de 16 semaines, 
nourries à partir de leur 8ème semaine sous HFD), le nombre de nouvelles cellules dans 
l’ARC baisse de moitié par rapport aux souris STD, mais la proportion de cellules BrdU+ 
exprimant le marqueur neuronal Hu est la même que pour les souris contrôles (Figure 24)  
(Mcnay et al., 2012). De plus, chez ces souris le régime gras inhibe la différenciation des 
cellules souches et induit une diminution de la survie des cellules progénitrices. Par 
conséquent, le régime empêche la mort cellulaire normale des anciens neurones et inhibe 
la génération de nouvelles cellules. Ce qui suggère que le renouvellement cellulaire ne se
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Figure 24: Effet d’un régime gras à long terme sur la neurogenèse dans l’ARC. 
(A) Cellules BrdU+ révélées 4 semaines après une injection chronique d’une semaine, chez 
des souris âgées de 16 semaines et nourrit sous régime STD dès leur 8
ème
 semaine post-
natale. (B) Cellules BrdU+ révélées 4 semaines après une injection chronique d’une semaine, 
chez des souris âgées de 16 semaines et nourrit sous régime HFD dès leur 8
ème
 semaine post-
natale. (C) Nombre de cellules néoformées par section. (D) Pourcentage de cellules BrdU+ 
exprimant également le marqueur neuronal HuC/D. 
 
Selon McNay et al., 2012. 
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fait plus après une longue période de régime gras. Toutefois, ce phénomène est stoppé et 
le phénotype est rétabli par une courte restriction calorique, mettant en évidence la rapidité 
du phénomène plastique dans l’hypothalamus. Contrairement au traitement CNTF, un 
régime HFD semble perturber la neurogenèse hypothalamique chez le jeune comme chez 
l’adulte. De manière générale, ces perturbations observées semblent avoir un effet délétère 
sur l’homéostasie. 
Enfin, il a aussi été démontré que le renouvellement basal des neurones AgRP 
dans l’hypothalamus adulte était nécessaire pour le maintien de l’homéostasie énergétique 
(Pierce and Xu, 2010). 
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Problématique 
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L’obésité est une pathologie en constante progression dans les pays industrialisés.  
Cette maladie s’accompagne généralement par d’autres symptômes ou pathologies graves 
comme le diabète de type II, l’hypercholestérolémie, l’hyperglycémie, ou la dyslipidémie 
qui ensemble définissent le syndrome métabolique. Ces pathologies altèrent les conditions 
de vie et écourtent la vie des patients atteints. Aujourd’hui, la lutte contre l’obésité est  
devenue une priorité des autorités de santé publique. Cette maladie est associée à une 
consommation excessive de calories qui peut-être combinée à un manque d’exercice. 
Depuis une dizaine d’année, les recommandations nutritionnelles n’ont pas favorisé une 
alimentation plus saine des consommateurs. Il convient désormais de proposer de 
nouvelles cibles thérapeutiques, et pour cela il est nécessaire de comprendre les 
mécanismes de mise en place de cette pathologie. Il est possible de tester les pouvoirs 
anti-obésité de nouveaux médicaments sur des modèles expérimentaux. Il est également 
possible d’étudier les phases asymptomatiques de ces pathologies, avant même que le 
tableau clinique soit établi, en identifiant les altérations moléculaires ou cellulaires 
déclenchées précocément si possible causal. Dans notre étude, c’est cette étude des phases 
asymptomatiques qui a été privilégiée. 
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Figure 25:  Objectif 
 
Le type de régime alimentaire peut-il très rapidement modifier la plasticité synaptique et le 
neurogenèse hypothalamique chez l’adulte, et les modifications observées ont-elles un impact 
sur le comportement alimentaire ? 
Neurogenèse
Régime 
Alimentaire
Comportement 
alimentaire
?
Plasticité 
synaptique
?
?
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L’homéostasie énergétique est un mécanisme finement régulé par le système 
nerveux central. Une des structures cérébrales contrôlant cet équilibre est l’hypothalamus. 
Dans cette structure, des réorganisations cellulaires interviennent fréquement en réponse 
notamment à des fluctuations hormonales. Depuis peu, les scientifiques s’intéressent à 
l’implication de la plasticité hypothalamique dans la régulation de l’homéostasie 
énergétique chez l’adulte. L’objectif principal de ce travail était de savoir si des processus 
de plasticité interviennent dans la régulation de la prise alimentaire en conditions 
physiologiques (Figure 25). Il existe plusieurs formes de plasticité hypothalamique, et 
dans ce travail nous avons étudié deux processus en particulier: la plasticité synaptique et 
la plasticité cellulaire conduisant à la formation de nouveaux neurones, la neurogenèse.  
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Stratégie 
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La première étape était de mettre en place un modèle de réponse homéostatique 
chez le rongeur. Suite à cela il fallait cribler les processus de plasticité impliqués lors de 
cette réponse en combinant des approches moléculaires, cellulaires et fonctionnelles. Une 
fois les phénomènes plastiques identifiés, il s’agissait de bloquer ces processus et 
d’analyser la réponse comportementale suite à ce blocage. Enfin, nous avons essayé de 
comprendre les mécanismes biologiques sous-jacents à ces processus.  
Le premier chapitre de ce manuscrit sera donc consacré à la mise en place du 
modèle. Nous avons choisi la souris comme modèle animal, car cette espèce donne accès à 
des outils génétiques (souris transgéniques, souris KO) qui se sont avérés utiles pour notre 
étude. Les souris utilisées étaient des souris mâles, ce qui nous a permis de nous affranchir 
des changements hormonaux, et âgées de 8 semaines afin qu’elles soient adultes et que 
l’on puisse éviter la plasticité liée au développement du système nerveux. Pour obtenir une 
réponse homéostatique chez ces animaux, deux expériences sont possibles : une mise à 
jeun suivie d’une réalimentation. Ceci permet d’en observer les effets du retour à une prise 
alimentaire normale. L’autre alternative est d’introduire un régime gras et d’observé 
l’effet sur la prise alimentaire. Nous avons choisi cette solution et donné aux souris un 
régime HFD dont la composition se rapproche d’une alimentation humaine type 
« cafétéria » ou « fast-food ». Les étapes de validation de ce régime consistaient à vérifier 
si, soutenue dans le temps, cette alimentation provoquait bien des pathologies 
métaboliques, puis de mesurer les effets à court terme de ce régime sur différents 
paramètres métaboliques, bien avant que les pathologies soient mises en place, et de 
déterminer un temps d’expérience correspondant au moment où une régulation 
homéostatique semble se mettre en place. 
L’étape suivante consistait en l’étude des évènements plastiques intervenant lors 
de la période précédemment déterminée. Le deuxième chapitre de ce manuscrit sera donc 
consacré au premier axe de la problématique, c'est-à-dire l’étude de la plasticité 
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synaptique, étude qui a donné lieu à un article que je signe en 3ème auteure. Pour cet 
objectif, il s’agissait de cribler plusieurs facteurs permissifs connus pour être présents lors 
de phénomènes de plasticité. Après avoir sélectionné un marqueur particulièrement 
intéressant, PSA-NCAM, nous l’avons bloqué et avons regardé l’effet sur une série de 
paramètres métaboliques. Le but était de comprendre le rôle de cette molécule sur la 
plasticité synaptique hypothalamique et son rôle dans l’homéostasie énergétique. 
Enfin, le dernier chapitre traite du second et principal axe de ma thèse : la 
neurogenèse, qui donne lieu à un article soumis que je signe en premier nom. Pour cette 
étude nous avons évalué l’effet du régime HFD sur la prolifération cellulaire 
hypothalamique et identifié les cellules prolifératives. Le blocage de ces cellules nous a 
permis de connaitre leur rôle sur le contrôle de l’homéostasie énergétique. Et enfin nous 
avons laissé les cellules se différencier et devenir matures afin d’identifier le phénotype 
d’une partie de ces nouvelles cellules. 
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Chapitre 1: 
Mise en place du modèle expérimental 
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Figure 26: Composition de la nourriture STD et de la nourriture HFD utilisé pour les 
expérimentations. 
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Ma thèse avait pour but de savoir si des mécanismes plastiques hypothalamiques 
chez l’individu adulte sont mis en œuvre très précocement lors d’une réponse 
homéostatique à un régime gras. La première chose à faire était donc de provoquer cette 
réponse homéostatique chez un modèle animal. 
  
1- Méthodologie 
1-1 Effets du régime HFD à long terme 
 
Nous devions établir un modèle de souris adultes nourries avec un régime gras 
hyperlipidique hypercalorique. Un régime HFD a donc été fabriqué à façon afin que sa 
composition se rapproche le plus possible d’un régime dit « de cafétéria » (Figure 26). Ce 
type de régime est connu pour provoquer des défauts métaboliques à long terme. Nous 
avons donc voulu confirmer que c’était bien le cas chez nos souris dans le but de valider 
notre régime. Pour ce faire, ce régime a été donné à des souris C57Bl6/j âgées de 8 
semaines (adultes) pendant une période de 3 mois. Les prises alimentaires de ces souris et 
leurs poids ont été mesurés régulièrement pendant cette période afin d’observer les 
éventuels troubles du comportement alimentaire, et le développement de l’obésité. A la fin 
de cette période, afin de constater les défauts métaboliques provoqués par le régime HFD, 
les souris ont été scannées par echoMRI dans le but de mesurer leurs masses grasses et 
leurs masses maigre. Une augmentation spécifique de la masse grasse est corrélée avec le 
développement de l’obésité. A la fin des 3 mois, un tableau clinique des souris a été 
dressé. La glycémie des souris a été mesurée grâce à des bandelettes et lecteurs 
glycémiques pour d’évaluer le développement du diabète de type II dans ce modèle. Le 
sang total fut ensuite prélevé et le taux de triglycérides, d’acides gras libre et de 
cholestérol (HDL et LDL) ont été mesurés par dosage colorimétrique afin de savoir si les
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Figure 27: Effet du régime gras à long terme. 
(A) Prises alimentaires moyennes  quotidiennes  pendant 3 mois de régime STD vs HFD. (B) 
Poids moyens des souris après 3 mois de régime STD vs HFD. (C) Evaluation par echoMRI 
du poids de la masse grasse et de la masse maigre des souris après 3 mois de régime STD ou 
HFD.  (D) Dosage sanguin après 3 mois de régime STD ou HFD du glucose, des 
triglycérides, des HDL, des LDL et des acides gras libres. Les valeurs sont exprimées en 
mmol/L. *** p ≥ 0.001 ; n=11 pour les STD et n=13 pour les HFD. 
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souris présentaient une dyslipidémie et une hypercholestérolémie. Tous les paramètres 
mesurés ont permis de savoir si après trois mois de régime gras les souris sont atteintes du 
syndrome métabolique. 
 
1-2 Effets du régime à court terme 
 
La deuxième étape était de caractériser la réponse homéostatique déclenchée par le 
régime HFD, et ce avant la mise en place de pathologies. Nous avons donc utilisé la même 
souche de souris C57Bl6/j âgées de 8 semaines auxquelles le régime HFD a été donné 
pendant une semaine. Pendant cette période, la prise alimentaire des souris a été suivie 
quotidiennement afin de suivre la réponse homéostatique. Pour connaitre l’état 
métabolique des animaux, le poids total et le poids des tissus adipeux profonds et sous 
cutané ont été également suivis tout le long de l’expérience. A plusieurs temps : J1, J3 et 
J8, un tableau clinique des souris a été dressé. Les acides gras libres et les triglycérides 
sanguins ont été mesurés par dosage colorimétrique afin de détecter une éventuelle 
dyslipidémie. Un test de tolérance au glucose et la mesure de sécrétion d’insuline ont été 
réalisés afin de savoir si les souris présentaient des signes de diabète de type II. Le 
quotient respiratoire a été mesuré par calorimétrie indirecte, les échanges ainsi mesurés 
ont permis de connaitre la nature des substrats utilisés (glucide ou lipide) par l’animal. La 
masse grasse totale ainsi que la masse des tissus adipeux blancs sous cutanés et viscéraux 
ont été mesurés pour détecter d’éventuels signes de développement d’obésité. 
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Figure 28: Effets du régime gras à court terme.  
 
(A) Prise alimentaire (B) Triglycérides plasmatiques et niveaux d’acide gras libres (C) Test 
de tolérance au glucose et sécrétion d’insuline gluco-induite (D) Quotient respiratoire (ratio) 
(E) Adiposité mesuré par echoMRI et pourcentage de tissus adipeux blancs sous-cutané et 
viscéral en fonction du poids total. Toutes les mesures ont été faites chez les souris STD vs 1, 
3 ou 8 jours sous régime HFD. Les astérisques indiquent les différences significatives entre 
les groupes. 
 
Selon Benani et al., 2012.  
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2- Résultats 
2-1 Le régime HFD provoque des défauts métaboliques importants 
à long terme 
 
Les souris adultes placées sous régime gras présentent à 3 mois de graves défauts 
métaboliques. Elles sont en surpoids (STD 30.31 ± 0.74 g vs HFD 37.21 ± 1.79 g) (Figure 
27B) malgré une prise alimentaire significativement plus basse que celle des souris sous 
régime STD (STD 3.25 ± 0.1 g/jour vs HFD 2.38 ± 0.18 g/jour) (Figure 27A). Ce 
surpoids se traduit par une augmentation très importante de leurs masses grasses sous 
régime HFD (STD 3.89 ± 0.27 g vs HFD 13.78 ± 1.2 g) (Figure 27C), et une 
augmentation de la glycémie à jeun et du taux de cholestérol total (Figure 27D). 
 
2-2 Le régime HFD provoque des défauts métaboliques rapides et 
transitoires à court terme 
 
Le régime HFD ad libitum chez la souris adulte provoque une augmentation rapide 
de la prise alimentaire (0.85 ± 0.06 kcal/jour/g à J1 vs 0.52 ± 0.05 kcal/jour/g chez les 
souris STD) (Figure 28A). Cette augmentation est transitoire et une prise alimentaire 
normale, semblable à celle des souris STD, est rétablie en 8 jours malgré une alimentation 
HFD permanente. Le régime provoque très rapidement des déficiences métaboliques 
comme une augmentation des triglycérides plasmatiques et une importante intolérance au 
glucose (Figure 28B et C), et comme pour la prise alimentaire ces défauts sont rétablis au 
bout de 8 jours. Enfin, on peut voir que le régime gras cause un déplacement d’utilisation 
des substrats énergétiques des glucides vers les lipides à tous les temps testés (Figure 
28D). L’augmentation de l’adiposité commence à partir du 3ème jour de régime HFD et 
perdure à J8, que cela soit pour le tissu adipeux blanc superficiel (sous-cutané) ou 
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pour le tissu adipeux blanc profond (viscéral) (Figure 28E). Ces deux derniers paramètres 
suggèrent que sous HFD, les lipides apportés en surplus par l’alimentation vont être 
utilisés en priorité par rapport aux autres nutriments, et le reste de lipides non-utilisés va 
être correctement stocké dans les tissus adipeux blancs. La conclusion principale suite au 
phénotypage de ce modèle est que la souris adulte adapte rapidement son comportement 
alimentaire et son métabolisme en condition nutritionnelle hypercalorique. Ce modèle peut 
donc être utilisé pour étudier le contrôle homéostatique en réponse à un excès de graisse 
dans l’alimentation. 
 
3- Conclusions 
 
La mise en place du modèle était une étape essentielle pour répondre à notre 
problématique sur la plasticité hypothalamique à court terme chez l’adulte. Nous avons 
donc choisis des souris adultes (8 semaines) que nous avons placées sous un régime  HFD 
ayant une composition en nutriments proches de la nourriture « de cafétéria » que l’on 
peut trouver dans les pays industrialisés. La première étape était de savoir si ce régime 
provoquait à long terme des défauts métaboliques similaires à ceux observés chez 
l’Homme. Après trois mois, les souris présentent un surpoids traduisant un début 
d’obésité. L’augmentation de la glycémie à jeun est importante et suggère la mise en place 
d’un diabète de type II. L’hypercholestérolémie associée à ces autres problèmes, montrent 
que les souris HFD développent ou sont en voie de développer un syndrôme métabolique, 
Le régime utilisé est bien obésogène et provoque des défauts métaboliques graves, ce qui 
fait de lui un outil indispensable pour la suite de l’étude.   
Une fois le régime sélectionné, il fallait évaluer les effets de ce régime à très court 
terme. Le régime HFD provoque une réponse homéostatique rapide qui se traduit par une
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hyperphagie très rapide qui diminue dès J3 et disparait complètement à J8. Le régime 
entraine également des défauts métaboliques rapides (dès le premier jour), mais ces 
défauts disparaissent après 1 semaine. Seuls les masses grasses et les quotients 
respiratoires restent différents après 1 semaine de régime. Ces résultats suggèrent que le 
régime HFD provoque des défauts rapides de prise alimentaire et de métabolisme. Après 
cette journée une régulation semble se mettre en place, permettant à l’individu de 
diminuer ses apports et de retrouver un équilibre énergétique dès le huitième jour. Malgré 
cela, le poids des tissus adipeux augmente progressivement, et ce phénomène semble 
durer sur le long terme et provoquer les problèmes que l’on peut observer chez les souris 
sous régime pendant 3 mois. Néanmoins la régulation observée dès les premiers jours 
semble être essentielle pour le maintien de l’homéostasie énergétique. Nous avons donc 
choisi ce laps de temps, cette première semaine, pour mener nos investigations et ainsi 
comprendre les modifications centrales impliquées dans la mise en place de ces 
régulations. 
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Chapitre 2: 
Effet d’un régime gras sur 
 la plasticité synaptique hypothalamique 
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 Le 1er axe de ce travail était d’explorer les éventuels phénomènes de plasticité 
synaptique intervenant lors de la réponse homéostatique à un régime gras, et si ces 
éventuelles modulations participaient à la régulation de l’homéostasie énergétique.  
 
1- Méthodologie 
1-1 Marqueurs de plasticité  
 
La première étape de ce travail était de savoir si les facteurs permissifs connus 
pour participer à la plasticité synaptique étaient exprimés dans notre modèle. Grâce aux 
données bibliographiques nous avons ciblé quatre familles de gènes impliqués dans le 
remodelage du cytosquelette, les modifications des intéractions cellulaires, la 
synaptogenèse et le remodelage matriciel. L’expression de ces gènes a été mesurée sur 
ARN tissulaire grâce à une technique de carte microfluidique à trois temps clés de la 
réponse homéostatique : J1, J3 et J8 et dans trois noyaux hypothalamiques: l’ARC, le 
PVN et le LH.   
 
1-2 Expression de PSA-NCAM 
 
 Après avoir criblé les différents facteurs modulés lors de la réponde homéostatique 
dans notre modèle, nous avons focalisé nos recherches sur l’expression d’une protéine 
d’adhésion: NCAM, qui entre en interaction avec PSA (polysialic acid) lors de 
phénomènes plastiques afin de modifier les intéractions cellule/cellule. Nous avons donc 
déterminé l’expression de PSA-NCAM par immunohistochimie avec un anticorps 
primaire dirigé contre PSA. Ces expériences ont été réalisées dans le noyau arqué, à J1, J3, 
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Figure 29:  Types de régimes utilisés pour cette étude.  
(A) De gauche à droite : Régime STD, HFD et CTRL. (B) Composition en acide gras de 
chaque régime en pourcentage du taux d’acides gras total. 
Selon Benani et al., 2012. 
 118 
 
J8 sous HFD ou STD et les intensités de marquage ont été comparées par rapport aux 
souris STD.   
 
 
 1-3 Implication de l’effet de nouveauté 
 
La réponse homéostatique et les phénomènes de plasticité qui l’entrainent ou qu’elle 
entraine pourraient être dus à l’effet de nouveauté du régime et non à sa composition. Pour 
vérifier cela, des souris ont été placées sous un régime contrôle (CTRL) (Figure 29), 
isocalorique par rapport au régime STD, pendant une journée. Une autre série de souris a 
été placée sous HFD pendant 1 journée, puis 6 jours de STD et encore une fois 1 journée 
de HFD. Le but de cette manipulation était de voir que le régime gras provoquait bien la 
même réponse homéostatique et les mêmes phénomènes plastiques et ce même si les 
souris y avaient déjà été soumis une première fois. Pour vérifier l’effet sur la plasticité, des 
immunohistochimies anti-PSA ont été réalisées dans tous les groupes. 
 
1-4 Remodelage synaptique des neurones POMC sous régime HFD 
 
Le régime provoque une réponse homéostatique rapide et un retour à la normale de 
la prise alimentaire est observé dès J3. Pour savoir si la plasticité synaptique observée 
concernait les neurones impliqués dans la régulation de la prise alimentaire, nous avons  
focalisé nos expériences sur la population de neurones anorexigènes hypothalamique : les 
neurones POMC. Pour savoir si le régime gras pouvait affecter les synapses stimulatrices 
ou inhibitrices sur ces neurones, les fréquences des courants post-synaptiques spontanés et 
miniatures excitateurs et inhibiteurs ont été enregistrés sur les neurones de souris
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Figure 30: Protocole d’infusion de l’enzyme endoN. 
L’endoN est injecté en une fois dans le parenchyme du VMN en bilatéral à J-3, puis à J0 le 
régime gras est donné aux souris jusqu’à J8. Pendant le régime, la prise alimentaire et le 
poids des animaux sont mesurés quotidiennement, et à la fin de l’expérience un test de 
tolérance au glucose (OGTT) et des prélèvements sanguins sont réalisés. 
 
Selon Benani et al., 2012. 
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transgéniques GFP-POMC par électrophysiologie. Le corps cellulaire des POMC se 
situant dans l’ARC, les mesures ont été faites dans ce noyau chez des souris HFD vs STD 
après trois jours de régime. 
 
 
1-5 Implication de PSA-NCAM dans le remodelage synaptique 
hypothalamique 
 
Afin de connaitre l’implication de PSA-NCAM dans le remodelage synaptique 
hypothalamique et dans la régulation de l’homéostasie énergétique, des injections 
bilatérales de l’enzyme Endoneuraminidase N (endoN), qui enlève spécifiquement les 
résidus PSA des isoformes NCAM, ont été réalisées selon le protocole décrit Figure 30. 
Pour connaitre les altérations éventuelles sur la réponse homéostatique chez ces souris, la 
prise alimentaire et le poids des souris ont été suivis pendant 8 jours sous régime HFD. A 
la fin de l’expérience les souris ont subi un test de tolérance au glucose afin de savoir si le 
traitement endoN provoquait un développement précoce de diabète. Dans un autre groupe 
sous endoN les fréquences des courants pré-synaptiques spontanés et miniatures 
excitateurs et inhibiteurs ont été enregistrées sur les neurones GFP-POMC de l’ARC des 
souris HFD vs STD après trois jours de régime.  
Pour approfondir le rôle de PSA dans la régulation de l’homéostasie énergétique et 
comprendre les mécanismes sous-jacents permettant la plasticité synaptique, la réponse 
homéostatique au HFD a été évaluée chez des souris KO pour Pst-1 (St8sia4-/-), l’enzyme 
Pst-1 étant une polysialyl transferase responsable de l’addition de PSA sur NCAM. Chez 
ces souris, des immunohistochimies contre PSA ont été réalisées afin de contrôler 
l’absence d’expression de cette protéine chez ces souris. La prise alimentaire a été  
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Figure 31: Le régime HFD provoque des changements d’expression de marqueurs de  
plasticité. 
Quantification simultanée de l’expression de gènes impliqués lors de remodelage plastique 
dans l’ARC, le VMN et le PVN, à 1, 3 ou 8 jours après changement de régime. Les couleurs 
représentent des baisses ou des augmentations d’expressions en pourcentage par rapport aux 
valeurs des souris STD.  
 
Selon Benani et al., 2012. 
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mesurée quotidiennement, toujours pour évaluer la réponse homéostatique et ainsi 
connaitre le rôle de cette enzyme dans la régulation de l’homéostasie énergétique. 
 
2- Résultats  
2-1 Signature moléculaire de plasticité suite au régime HFD 
 
Afin d’évaluer de manière globale l’effet du régime HFD sur la plasticité, 
l’expression relative de certains facteurs permettant la plasticité a été mesurée dans 3 
noyaux hypothalamiques: l’ARC, le VMN et le PVN (Figure 31). De manière générale, 
on observe un effet du régime surtout dans l’ARC, et principalement à J1 et J3. La 
surexpression de ncam1, nrp1, tnc, snap25, syp et syt4 pendant ces 3 premiers jours 
suggèrent que le régime gras provoque des modifications d’intéractions cellulaires et une 
induction de synaptogenèse. En revanche, l’expression de gap43, serpine1, nmp9 ou plau 
ne sont pas affectées, suggérant qu’il n’y a pas de changement au niveau du 
bourgeonnement axonal. Il semble donc que le régime gras provoque rapidement et 
transitoirement des changements plastiques dans l’hypothalamus et plus particulièrement 
dans l’ARC.   
 
2-2 Le régime gras provoque une rapide surexpression de PSA-
NCAM dans l’ARC 
 
Après avoir établi une « carte » des gènes de plasticité impliqués lors d’un 
changement de régime alimentaire, nous nous sommes aperçus que le régime provoquait 
des modulations de l’expression de plusieurs facteurs impliqués dans différents 
phénomènes de plasticité. Nous avons également pu voir que ces phénomènes plastiques
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Figure 32: Expression de PSA-NCAM  
Images représentatives des immunohistochimies anti PSA-NCAM dans l’ARC (panel du haut) 
et le DG (panel du bas) des souris STD et HFD J1, J3 ou J8. L’intensité du marquage (par 
rapport aux STD) a été mesurée dans les 2 zones étudiées. Les astérisques indiquent les 
différences significatives entre les groupes. 
 
Selon Benani et al., 2012.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 33: Effet de la nouveauté sur l’expression de PSA. 
(C) Prise alimentaire des souris STD, HFD et CTRL à J1, et des souris ayant reçu une 
journée de HFD puis 6 jours de régime STD et enfin une journée de HFD (prise alimentaire 
sur cette dernière journée de HFD). (D et E) Expression de PSA dans les 4 groupes, western 
blot (D) et valeurs relatives (E) par rapport au groupe STD. 
Selon Benani et al., 2012.  
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sont localisés dans l’ARC et le LH, et ont lieu à J1 et J3. L’expression du gène ncam1 est 
stimulée dans l’ARC à J1 et J3. Nous nous sommes particulièrement intéressés à ce gène 
car il est connu dans la littérature que la protéine NCAM peut être modifié post-
traductionnellement par PSA (polysialic acid), ce qui peut conduire à un remaniement des 
interactions cellule/cellule. Nous nous sommes donc intéressés à PSA-NCAM. Les 
immunohistochimies contre PSA montrent une très nette surexpression (x 2) de cette 
protéine à J1 dans l’ARC, alors que le régime n’a aucun effet sur l’expression de PSA-
NCAM dans l’hippocampe (Figure 32). A J3 et J8, l’expression de PSA revient à un 
niveau équivalent à celui des souris STD. 
 
2-3 La nouveauté de régime n’est pas suffisante pour induire PSA 
dans l’ARC 
 
Les résultats obtenus sur l’expression de PSA dans l’ARC montrent que le 
changement de régime alimentaire vers un régime HFD provoque une surexpression de 
PSA à J1. Mais on peut se demander si l’effet observé est dû au régime gras lui-même, ou 
simplement au changement d’alimentation, quelque soit le régime. Pour répondre à cette 
question, nous avons donné un régime CTRL isocalorique et isolipidique par rapport au 
régime STD aux mêmes souris adultes. Lorsque l’on regarde la prise alimentaire des 4 
groupes de souris à J1 : STD, HFD, CTRL et HFD X2 (souris ayant reçu 1 journée de 
HFD puis 6 jours de STD et enfin une journée de HFD), on s’aperçoit que le groupe STD 
et CTRL ont une prise alimentaire similaire contrairement au deux groupes HFD qui ont 
une prise alimentaire bien plus élevée (Figure 33C). L’expression de PSA n’est d’ailleurs 
stimulée que chez les 2 groupes HFD (Figure 33D et E). Le fait que le groupe CTRL ne  
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Figure 34: Effet du régime gras sur les connexions synaptiques des neurones POMC de 
l’ARC. 
Courants post-synaptiques  excitateurs (A) et inhibiteurs (B) sur les neurones GFP-POMC de 
l’ARC des souris sous régime STD ou HFD pendant 3 jours. Configuration voltage-clamp 
cellule entière. EPSCs = Courants post-synaptiques excitateurs ; IPSCs = Courants post-
synaptiques inhibiteurs. 
Selon Benani et al., 2012.  
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soit pas hyperphagique et ne montre pas d’augmentation d’expression de PSA alors que 
c’est le cas pour le groupe HFD X2 malgré le fait que le régime ne soit plus nouveau pour 
lui prouve que le changement de régime ne suffit pas à provoquer les changements 
d’expression de PSA, et donc ces changements sont bien dus au régime HFD. 
 
 
2-4 Trois jours de régime HFD provoque un recablage des 
neurones POMC de l’ARC 
 
Afin de savoir si le régime gras à un effet sur les afférences pré-synaptiques sur les 
neurones anorexigène POMC, les fréquences des courants post-synaptiques excitateurs et 
inhibiteurs sur ces neurones ont été mesurés par électrophysiologie chez des souris STD et 
HFD au troisième jour de régime (Figure 34). On observe une augmentation des courants 
post-synaptiques excitateurs, spontanés (EPSCs) et miniatures (EPSCm), des neurones 
POMC des souris sous HFD. L’augmentation de la fréquence des courants spontanés 
montre une augmentation de la stimulation pré-synaptique sur les neurones POMC, et 
l’augmentation de la fréquence des courants miniatures suggèrent une augmentation du 
nombre de synapses excitatrices sur les neurones POMC. Les fréquences des courants 
post-synaptiques inhibiteurs (IPSCs) spontanés diminuent significativement sous HFD, 
alors que les miniatures (IPSCm) ne sont pas significativement différent sous HFD par 
rapport au groupe STD. Ceci suggère qu’il y a une baisse de l’inhibition sur les neurones 
POMC sous HFD, et que cette baisse n’est pas due à une baisse du nombre de synapses 
inhibitrices sur les neurones POMC. 
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Figure 35: Effets de l’endoN sur la régulation de l’homéostasie énergétique. 
(C) Prises alimentaires suivies quotidiennement chez les 4 groupes de souris : STD+veh ; 
STD+endoN ; HFD+veh ; HFD+endoN. (D) Prises alimentaires cumulées des 4 groupes de 
souris à la fin de la période de mise sous régime (J8). (E) Gain de poids des 4 groupes de 
souris en fin d’expérience (J8). (F) Test de tolérance au glucose (OGTT) chez les 4 groupes 
de souris. Les souris reçoivent un bolus de glucose au temps 0 et la glycémie est suivie 
jusqu’à 2H après l’injection. AUC = aires sous la courbe, GIIS = glucose-induced insulin 
secretion. 
Selon Benani et al., 2012. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 36: Effet du régime HFD sur la prise alimentaire des souris PST-1
-/-
. 
(A) Immunohistochimies contre PSA dans l’ARC des souris wt vs PST-1 KO nourrit avec le 
régime HFD pendant 1 journée. (B) Prise alimentaire de ces souris suivie pendant 5 jours 
sous régime HFD. 
Selon Benani et al., 2012. 
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2-5 PSA est requis pour le remodelage synaptique et la réponse 
homéostatique au régime HFD 
 
Pour connaitre le rôle de PSA, l’enzyme endoN, qui retire spécifiquement les résidus PSA 
des isoformes NCAM, a été injecté dans le parenchyme hypothalamique. L’endoN inhibe 
complètement l’augmentation de fréquences des EPSCs et EPSCm chez les sous HFD 
après 3 jours de régime. Ceci suggère que la polysialisation de NCAM par PSA est un 
phénomène essentiel pour le remodelage synaptique induit par le régime HFD sur les 
neurones POMC. 
Le traitement endoN entraine une (Figure 35C et D) augmentation de la prise 
alimentaire et du poids des souris HFD, suggérant que PSA est essentiel pour le maintien 
de l’homéostasie énergétique. L’homéostasie glucidique, elle, ne dépend pas de PSA 
puisque le traitement endoN provoque une légère augmentation de l’intolérance au 
glucose sous HFD, mais cette augmentation n’est pas significative. Cet effet est surement 
dû à l’augmentation d’ingestion de gras provoquée par le traitement endoN car les valeurs 
de tolérances sont similaires entre les animaux HFD+endoN et les animaux HFD pair-fed 
(Figure 35F). 
Pour aller plus loin dans le rôle de PSA dans la régulation de l’homéostasie 
énergétique, nous avons testé la réponse physiologique au régime gras chez les souris 
PST-1 KO. Ces souris ne possèdent pas l’enzyme ST8SiavIV ou PST-1 qui est une 
polysialyl-transferase responsable de l’addition de PSA sur NCAM. Les 
immunohistochimies contre PSA chez ces souris ne montrent d’ailleurs aucun marquage 
spécifique dans l’ARC après une journée de régime HFD (Figure 36A). La prise 
alimentaire de ces souris sous HFD est identique à celle des souris wt à J1, mais le retour  
à une prise alimentaire normale prend une journée de plus chez les souris PST-1-/- (Figure  
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36B). Ces résultats suggèrent que l’enzyme PST-1 joue un rôle dans l’adaptation 
comportementale suite au régime HFD.  
 
3- Conclusions 
 
Cette étude a permis d’établir un modèle d’adaptation rapide face à une nouvelle 
condition nutritionnelle. Dès le changement de régime, les souris présentent des défauts 
métaboliques importants comme une hyperphagie, une hypertriglycéridémie, et une 
intolérance au glucose. En revanche, ces défauts sont transitoires, et dès 8 jours un 
phénotype normal est rétabli. Dès lors, on pouvait penser que l’hypothalamus de ces 
souris subissait des modifications ayant pour but d’assurer la réponse homéostatique 
visant à rétablir un équilibre métabolique. Pour conforter cette idée, nous avons démontré 
que le changement d’alimentation déclenche une surexpression de plusieurs familles de 
gènes impliqués dans la plasticité synaptique. Parmi les différents gènes impliqués nous 
nous somme intéressés particulièrement à ncam. La polysialisation de la protéine NCAM 
par PSA est un évènement connu pour moduler les intéractions cellulaires. Ici, nous avons 
vu qu’une seule journée de régime gras provoque une forte surexpression de PSA dans 
l’ARC hypothalamique, et que cette surexpression est liée à une augmentation de la 
stimulation et une baisse de l’inhibition des neurones POMC, l’augmentation de la 
stimulation étant due en partie à une augmentation du nombre de synapse excitatrices sur 
les neurones POMC. Cette stimulation des neurones POMC pourrait expliquer en partie la 
régulation de la prise alimentaire observée après les premiers jours de régime gras. Le 
blocage de PSA entraine d’ailleurs une absence de remaniement des connexions 
synaptiques sur POMC et également une absence de régulation de la prise alimentaire. Ce 
phénomène est très spécifique à la prise alimentaire et au poids de l’animal puisque les 
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Figure 37: Effet rapide du régime HFD sur la plasticité synaptique hypothalamique chez 
la souris adulte.  
STD = régime standard ; HFD = régime HFD ; PSA+ = le marquage immunohistochimique 
PSA positif apparait en rouge ; POMC = neurones à pro-opiomélanocortines, PA = prise 
alimentaire ; J1 et J3 = premier et troisième jour sous le régime correspondant ; les 
afférences excitatrices apparaissent en vert et les inhibitrices en rouge.  
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défauts d’homéostasie glucidique observés après une à trois journées de régime HFD sont 
indépendants de l’expression de PSA. Grace à cette étude, nous avons mis en évidence le 
fait que le régime gras chez l’individu adulte provoque des défauts rapides de  
l’homéostasie énergétique, mais que très vite il y a rétablissement de l’équilibre. Ce 
rétablissement est dû en partie au moins à un remaniement rapide des connexions 
synaptiques sur les neurones POMC de l’ARC. Nous avons vu également que ce 
remaniement nécessite préalablement une augmentation de l’expression de PSA, qui, 
grâce à son association avec la protéine d’adhésion NCAM, semble permettre une mobilité 
des cellules et des reconnexions synaptiques (Figure 37). 
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Chapitre 3: 
Effet précoce d’un régime gras sur  
la neurogenèse hypothalamique adulte  
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Figure 38: Protocole d’injection du BrdU et immunohistochimie anti-BrdU. 
(A) Les mini-pompes reliées à des canules sont implantées à J-4 dans le ventricule latéral 
droit des souris. La longueur du cathéter entre la mini-pompe et la canule permet d’injecter 
du NaCl pendant 2 jours, puis 2 jours plus tard, le BrdU a atteint le troisième ventricule et 
diffuse dans le parenchyme et c’est à ce moment-là que le régime HFD est introduit. Les 
souris sont sacrifiées ensuite à J2, 3, 4, et 5. (B) Image représentative d’une 
immunohistochimie contre BrdU (en rouge). Les cellules ayant intégré le BrdU apparaissent 
en rouge et souvent par deux (voir grossissement). 3V = 3
ème
 ventricule. 
 
Selon Gouazé et al., en soumission. 
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Le régime gras provoque des défauts métaboliques rapides et transitoires. La 
réponse homéostatique provoquée par le régime provoque de rapides remaniements 
synaptiques de manière à stimuler les neurones anorexigènes et rétablir une prise 
alimentaire normale. Ce phénomène est modulé par la polysialisation de PSA sur NCAM. 
Néanmoins, PSA-NCAM est aussi impliqué dans les phénomènes de neurogenèse et 
migration cellulaire. Pour le deuxième axe de ce travail, auquel je me suis particulièrement 
intéressée, le but était de savoir si le régime gras provoquait des modifications de 
neurogenèse hypothalamique, et si ces modifications participaient à la régulation de 
l’homéostasie énergétique. 
 
 
1- Méthodologie 
 
1-1 Quantification du renouvellement cellulaire 
 
Le but de ce travail était d’étudier la neurogenèse hypothalamique chez l’adulte 
lors de la réponse homéostatique. La neurogenèse est composé d’une succession 
d’évènements (Figure 16) qui sont la prolifération, la différenciation, la maturation et 
l’intégration des nouveaux neurones dans le réseau. En première approche, il s’agissait de 
quantifier le taux de renouvellement cellulaire hypothalamique, c'est-à-dire à l’équilibre 
entre prolifération et sélection des cellules. Pour ce faire, j’ai mis au point une nouvelle 
technique au laboratoire, qui consiste à injecter en continu grâce à des mini-pompes 
osmotiques directement dans le cerveau des souris du bromodeoxyuridine ou BrdU (voir 
protocole de Kokoeva et al., 2005 et Figure 38). Cette molécule, analogue de la 
thymidine, va s’incorporer à l’ADN lors de sa réplication. Après incorporation, le 
groupement bromure associé à la déoxyuridine va pouvoir être détecté par 
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Figure 39: Image représentative d’une immunohistochimie contre Ki67. 
Les cellules Ki67+ apparaissent en marron. 3V = 3ème ventricule. 
 
Selon Gouazé et al., en soumission. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 40: Détermination de l’origine des cellules néoformées. 
Images représentatives des doubles immunohistochimies contre Ki67 (en rouge) et trois 
marqueurs de types cellulaires : GFAP (cellules astrogliales), nestine (précurseurs neuraux) 
et Iba1 (cellules microgliales) (en vert). 3V = 3
ème
 ventricule. 
Selon Gouazé et al., en soumission. 
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immunohistochimie, et ce jusqu’à la mort de la cellule. L’utilisation de cette technique 
avait pour but de comptabiliser le nombre de cellules ayant proliféré durant la période de 
réponse homéostatique au régime. 
 
1-2 Quantification de la prolifération cellulaire 
 
Après avoir évalué le renouvellement global, il s’agissait ensuite de quantifier 
précisément le pendant prolifératif uniquement. Pour ce faire, des immunomarquages d’un 
marqueur endogène de prolifération: Ki67, dont le rôle précis n’a pas encore été 
déterminé, ont été réalisées à J1, J3 et J5 sous régime, dans l’hypothalamus entier des 
souris STD et HFD (Figure 39). Les cellules Ki67+ ont aussi été compté dans 3 noyaux 
hypothalamiques spécifique : l’ARC, le VMN et le PVN, afin de déterminer si l’effet du 
régime gras sur la prolifération était le même selon les zones hypothalamiques. 
 
1-3 Origine des cellules néoformées 
 
Plusieurs types cellulaires sont capables de proliférer dans le cerveau. Afin de 
savoir à quels types cellulaires appartiennent les cellules qui prolifèrent dans 
l’hypothalamus adulte, trois séries de doubles immunohistochimies contre Ki67 et un 
marqueur du type cellulaire concerné ont été réalisées au moment où la prolifération est la 
plus forte, c'est-à-dire à J3 (Figure 40). GFAP (glial fibrillary acidic protein) a été utilisé 
pour marquer les cellules astrogliales, nestine pour les précurseurs neuraux, et Iba1 
(ionized calcium binding adaptor molecule 1) pour les cellules microgliales.  
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Figure 41: Protocole d’injection BrdU pour évaluation de la survie et  différenciation 
des cellules néoformées.  
 
(A)Le protocole est le même que pour la figure 38A, mais ici l’objectif étant de connaitre le 
taux de survie et le devenir des cellules prolifératives, le BrdU est infusé uniquement pendant 
la période d’augmentation de la prolifération, c'est-à-dire pendant les 3 premiers jours. A J3 
le cathéter est coupé, et les souris sont sacrifiées à J7, J15  et J21. (B) Images représentatives 
des doubles immunohistochimies contre BrdU (en rouge) et NeuN (marqueur de neurone 
mature) et POMC (en vert). 
 
Selon Gouazé et al., en soumission. 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 42: Protocole d’injection BrdU dans le but de connaitre le rôle des cellules 
néoformées. 
(A) Même protocole que pour la  figure 38A, mais cette fois les mini-pompes contiennent de 
l’araC en plus du BrdU. Les souris sont sacrifiées à J22. (B) Images représentatives des 
immunohistochimies BrdU (en rouge) chez les 4 groupes de souris : deux groupes sous 
régime STD injectés avec ou sans araC, et deux groupes sous régime HFD avec ou sans 
araC. Les groupes ayant reçu l’araC ne montrent plus de marquage BrdU+. 
 
Selon Gouazé et al., en soumission. 
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1-4  Sélection, différenciation et maturation des cellules néoformées 
 
Après prolifération les cellules sont sélectionnées et seules certaines cellules se 
différencient. Selon la littérature, cette différenciation est en grande majorité une 
différenciation neuronale, et les neurones vont ensuite devenir matures et commencer à 
synthétiser des neurotransmetteurs spécifiques. Pour connaitre le taux de cellules 
sélectionnées, c'est-à-dire le taux de survie des cellules à long terme, et aussi pour 
connaitre le pourcentage de cellules se différenciant en neurones, un nouveau protocole 
impliquant les mini-pompes osmotiques a été mis en place (Figure 41). Les cellules 
proliférant pendant les trois premiers jours de régime incorporent du BrdU, et les souris 
ont été sacrifiées à J3, J7, J15, et J21. A chaque temps, les cellules BrdU+ ont été 
comptées, ceci permettant d’établir un taux de survie des cellules néoformées et de 
comparer les groupes STD et HFD. Les temps d’expérience J7, J15, et J21, ont été choisis 
pour laisser aux nouvelles cellules le temps de se différencier et de maturer. Les doubles 
immunohistochimies BrdU et NeuN, qui est un marqueur de neurones matures, ont été 
réalisées au temps J7 et J15. A J15 et J21, ce sont des doubles immunohistochimies BrdU 
et POMC qui ont été faite, afin de connaitre le nombre de neurones de l’ARC maturant en 
neurones anorexigènes, et de savoir si le régime gras avait un impact. 
 
1-4 Rôle des cellules néoformées 
 
Pour connaitre le rôle des nouvelles cellules, la prolifération cellulaire a été 
bloquée en continu pendant 3 semaines grâce à l’arabinoside cytosine ou araC qui est un 
anti-mitotique. Cette molécule a été injectée en continu grâce à des mini-pompes 
osmotiques contenant également du BrdU (Figure 42). Pendant le traitement, la prise
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Figure 43: Renouvellement cellulaire basal dans l’hypothalamus adulte. 
Selon Gouazé et al., en soumission. 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 44: Effets du régime gras sur le renouvellement cellulaire hypothalamique 
adulte. 
Selon Gouazé et al., en soumission. 
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alimentaire et le poids ont été suivis quotidiennement. Au bout des 22 jours, l’adiposité a 
été mesurée. UCP-1 (uncoupling protein 1) est une protéine trouvée dans les 
mitochondries du tissu adipeux brun. C’est une molécule impliqué dans la thermogenèse 
et son expression peut donc donner un indice indirect de l’état des dépenses énergétiques.  
L’expression du gène ucp-1 issu des mitochondries du tissu adipeux brun a été mesurée 
par PCR dans le but d’avoir un indice indirect sur le rôle éventuel des nouvelles cellules 
sur la thermogenèse. 
 
2- Résultats  
2-1 Environ 2000 cellules se renouvellent en condition basale dans 
l’hypothalamus adulte 
 
La quantification du nombre de cellules BrdU+ à J2, J3, J4 et J5 sous régime STD 
a permis de tracer une droite d’accumulation (Figure 43). En effet, le BrdU une fois 
incorporé dans la cellule réplicative va y demeurer tout le long de sa vie et ne disparaitra 
qu’à la mort de la cellule, ou éventuellement (et plus rarement) en cas de dilution du BrdU 
suite à de nombreuses mitoses successives. Le calcul de la pente de cette droite permet 
d’établir qu’en conditions physiologiques, l’hypothalamus adulte produit environ 2000 
nouvelles cellules par jour. Si on regarde la dispersion de ces cellules, on s’aperçoit 
qu’elles  sont localisées à la fois dans la bordure du 3ème ventricule et dans le parenchyme 
(Figure 38B). 
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Figure 45: Effet du régime HFD sur la prolifération cellulaire hypothalamique. 
(A) Le comptage des cellules Ki67+ a été réalisé dans l’hypothalamus entier. Le temps 0 
montre le résultat obtenu en moyennement les groupes des souris STD à tous les temps (J1, 3, 
5). (B) Même comptage dans 3 noyaux hypothalamique particulier: l’arqué, le ventromédian 
et le paraventriculaire.  
 
Selon Gouazé et al., en soumission. 
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2-2 Le renouvellement cellulaire hypothalamique est rapidement 
modifié par le régime gras 
 
La quantification des cellules BrdU+ aux mêmes temps que pour le régime STD nous a 
permis de mettre en évidence deux effets du régime HFD (Figure 44). On observe une 
augmentation du nombre de cellules positives à J2 et J3. A J4 et J5 en revanche, le nombre 
de cellules positives baisse en dessous du niveau des STD. Cela signifie qu’à partir de J4, 
on assiste à une disparition d’un certain nombre de cellules ayant été créées pendant les 3 
premiers jours. 
 
2-3 Le régime gras stimule rapidement et transitoirement la 
prolifération cellulaire dans tout l’hypothalamus 
 
Le renouvellement cellulaire reflète l’équilibre entre prolifération et mort 
cellulaire. Les immunohistochimies avec un marqueur endogène de prolifération nous ont 
permis de déterminer l’effet du régime gras sur la prolifération hypothalamique adulte. 
Sous régime STD, environ 2000 cellules par jour sont Ki67+ dans l’hypothalamus adulte 
entier, ce qui correspond aux résultats obtenus avec le BrdU (Figure 45A). Le régime gras 
provoque une augmentation d’environ 1000 cellules positives par jour à J1 et J3, 
confirmant les résultats obtenus avec le BrdU. A J5, on retrouve un niveau de 2000 
cellules prolifératives, suggérant qu’après trois jours de régime il n’y a plus de stimulation 
de la prolifération dans l’hypothalamus entier, mais qu’il n’y a pas de blocage de cette 
prolifération non plus. Cela signifie que la baisse du nombre de cellules BrdU+ observée à 
partir de J4 est due à une disparition massive des cellules.  
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Figure 46: Origines des cellules néoformées. 
Comptage des cellules doublement marquées pour Ki67 et GFAP/Iba1/Nestine à J3 dans 
l’hypothalamus total des souris STD vs HFD. 
Selon Gouazé et al., en soumission. 
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Pour savoir si l’effet du régime gras est spécifique à un noyau hypothalamique en 
particulier, le comptage des cellules Ki67+ a été réalisé dans trois noyaux 
hypothalamiques, l’ARC, le VMN et le PVN (Figure 45B). Le pattern prolifératif est le 
même dans les 3 noyaux, suggérant qu’il n’y a pas de régiospécificité et que le régime 
gras provoque les mêmes changements de prolifération dans tout l’hypothalamus adulte. 
 
2-4 Le régime gras favorise la prolifération des précurseurs 
neuraux et des cellules astrogliales 
 
Pour connaitre le type de cellules qui prolifèrent dans l’hypothalamus adulte, et 
voir l’effet du régime HFD sur ces populations, des doubles immunohistochimies contre 
Ki67 et des marqueurs spécifiques aux différents types cellulaires connus pour proliférer 
dans le cerveau adulte ont été réalisées au jour où la prolifération est la plus forte sous 
HFD : J3. Le comptage des cellules doublement marquées (Figure 46), met en évidence 
deux faits. Tout d’abord, la majorité des cellules prolifératives (85%), en condition basale 
comme sous régime gras, sont des cellules très immatures exprimant la nestine, marqueur 
de précurseurs neuraux. Une proportion des cellules réplicatives sont des cellules 
microgliales (17%), et une proportion plus faible (1.4%) sont des cellules astrogliales. Le 
régime gras ne provoque pas de changement au niveau de la proportion des différents 
types de cellules proliférant, en revanche, on observe une augmentation du nombre de 
cellules Ki67+/nestine+ et Ki67+/GFAP+. Le régime gras provoque une augmentation 
ciblée de deux types cellulaires qui sont les précurseurs neuraux et les cellules astrogliales. 
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Figure 47: Survie des cellules néoformées. 
Comptage des cellules ayant incorporé du BrdU pendant les 3 premiers jours sous régime 
STD vs HFD. Ce comptage a été réalisé à J3, J7, J15 et J21. 
Selon Gouazé et al., en soumission.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 48: Différenciation neuronale des cellules néoformées. 
Les résultats du comptage sont représentés en pourcentage de cellules doublement marquées 
BrdU+/NeuN+ par rapport au nombre total de cellules BrdU+, dans tous l’hypothalamus. 
Les cellules BrdU+ ont incorporé le BrdU jusqu’à J3. Le comptage est réalisé à J7 et J15, 
afin de laisser aux cellules le temps de se différencier. 
Selon Gouazé et al., en soumission. 
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2-5 Le régime gras provoque une sélection rapide des nouvelles 
cellules mais n’a pas d’impact sur leur survie à long terme 
 
Le régime gras provoque une augmentation du nombre de cellules BrdU+ dans 
l’hypothalamus à J3 de 2000 à 3000 cellules. Lorsque l’on compte les cellules à J7, J15 et 
J21, on s’aperçoit qu’il n’y a plus de différence entre les souris STD et les souris HFD. En 
effet entre J3 et J7, seules 58% des cellules survivent chez les souris HFD, alors que le 
taux est de 85% chez les STD (Figure 45). En revanche, les cellules survivantes à J7 
demeurent dans l’hypothalamus au moins jusqu’à  J21 dans le groupe STD comme dans le 
groupe HFD. Le régime gras provoque donc une augmentation importante du nombre de 
cellules BrdU+ pendant les trois premiers jours, puis les cellules subissent une sélection 
importante jusqu’à J7. Passé ce délai, le régime gras n’a plus d’effet sur la survie 
cellulaire. 
 
2-6  Le régime HFD n’a pas d’effet sur la différenciation des 
nouvelles cellules 
 
 Les cellules nées pendant les trois premiers jours de régime deviennent 
majoritairement des neurones (Figure 48). A J7, 50% des cellules BrdU+ sont également 
NeuN+, chez les STD comme chez les HFD. A J15, toutes les cellules semblent s’être 
différenciées puisque c’est  3% des cellules BrdU+ qui expriment NeuN+, et ce dans les 
deux groupes de souris. Deux points sont à noter suite à cette expérience. Premièrement, 
dans l’hypothalamus adulte en conditions physiologiques les cellules produites sont 
majoritairement destinées à donner de nouveaux neurones. Deuxièmement, le régime gras
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Figure 49: Maturation d’une partie des nouveaux neurones dans le noyau arqué. 
Les résultats du comptage sont représentés en pourcentage de cellules doublement marquées 
BrdU+/POMC+ par rapport au nombre total de cellules BrdU+, uniquement dans l’ARC. 
Les cellules BrdU+ ont incorporé le BrdU jusqu’à J3. Le comptage est réalisé à J15 et J21, 
afin de laisser aux neurones le temps de maturer. 
Selon Gouazé et al., en soumission. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 50: Rôle des cellules néoformées dans le maintien de l’homéostasie énergétique. 
Pendant l’injection en continu de l’araC, le poids et la prise alimentaire des 4 groupes de 
souris ont été mesurés quotidiennement. Au 22
ème
 jour, l’adiposité et l’expression d’ucp1 dans 
le tissu adipeux brun ont été mesurés. 
 
Selon Gouazé et al., en soumission. 
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n’a aucun impact sur le devenir des nouvelles cellules puisqu’elles deviennent des 
neurones dans la même proportion que celle observée chez les souris STD. 
 
2-7 Le régime HFD va promouvoir la maturation des neurones 
anorexigènes 
 
Les neurones POMC font partie des populations cellulaires impliquées dans le 
maintien de l’homéostasie énergétique. Les somas de ces neurones se situent 
exclusivement dans l’ARC. Chez les souris STD, 1.1% des cellules BrdU+ sont également 
POMC+ dans l’ARC à J15 (Figure 49). Ce taux augmente à 6% à J21, temps auquel les 
cellules sont supposées être devenues matures. Chez les souris HFD, le pourcentage de 
cellules doublement marquées par rapport au nombre de cellules BrdU+ totales est de 
2.3% à J15 et 10.2% à J21, soit deux fois plus que chez les souris STD. Le régime gras a 
donc un impact sur la maturation des nouveaux neurones en favorisant la création de 
nouveaux neurones anorexigènes. 
 
2-8 Les cellules néoformées permettent le maintien de 
l’homéostasie énergétique 
 
Pour connaitre le rôle des cellules néoformées sur la régulation de l’homéostasie 
énergétique, de l’araC qui est un anti-mitotique a été injecté en continu dans le cerveau 
des souris pendant 22 jours. L’araC n’a aucun effet sur les différentes composantes 
métaboliques mesurées chez les souris STD (Figure 50). Le poids des souris HFD+araC 
devient significativement plus important par rapport aux autres groupes 8 jours après le 
début du traitement et du régime (Figure 50A). Cette prise de poids s’explique par une
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Figure 51: Effets d’un régime HFD  sur les différentes étapes de la neurogenèse 
hypothalamique adulte. 
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augmentation importante de l’adiposité chez ces souris (Figure 50B). Afin de connaitre la 
cause de cette prise de poids, nous avons mesuré la prise alimentaire tout le long de 
l’expérience, et évalué indirectement les dépenses énergétiques en mesurant l’expression 
d’ucp1 dans le tissu adipeux brun. Les résultats montrent que cette prise de poids est due à 
une augmentation de la prise alimentaire à partir de la deuxième semaine 
d’expérimentation chez les souris HFD+araC (Figure 50C). En revanche, on n’observe 
pas de changement dans l’expression d’ucp1 ce qui sous-entend que le traitement n’a pas 
d’effet sur la thermogenèse. Les cellules néoformées semblent donc essentielles pour 
maintenir une prise alimentaire normale sous régime HFD, mais ne semblent pas avoir 
d’impact sur la régulation des dépenses énergétiques. 
 
3- Conclusions 
 
Cette étude a permis de quantifier précisément le taux de renouvellement de ces 
cellules (2000 cellules/jour) dans l’hypothalamus adulte. Ce taux est plutôt bas en 
comparaison des autres structures prolifératives du cerveau (10000 cellules dans la SVZ). 
Ces cellules prolifératives sont majoritairement des précurseurs neuraux qui prolifèrent à 
la fois dans la bordure du 3ème ventricule et dans tout le parenchyme. Ces cellules après 
sélection vont se différencier en neurones et une petite partie de ces neurones se situant 
dans l’ARC vont maturer en neurones POMC.  
Sous régime gras, ce renouvellement cellulaire est rapidement modifié (Figure 
51).  La prolifération cellulaire est stimulée pendant les 3 premiers jours, puis il y a une 
forte sélection des cellules néoformées pendant la première semaine sous régime. Une fois 
les cellules sélectionnées, le nombre de cellules néoformées est le même que sous régime 
STD. Les cellules se différencient en neurones dans les mêmes proportions que sous 
régime STD, ce qui signifie que le régime gras n’a aucun effet
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sur la différenciation cellulaire. En revanche, sous HFD, on observe une légère  
augmentation du nombre de neurones maturant en neurones anorexigènes POMC. Le 
blocage de la prolifération cellulaire ne provoque pas de  changements sur l’équilibre 
énergétique des souris sous régime STD. En revanche, les souris sous HFD commencent 
dès la première semaine à développer une obésité et une hyperphagie. Cela sous-entend 
que les cellules néoformées sont essentielles au maintien de l’homéostasie. A une semaine 
après la prolifération, les nouvelles cellules ne sont pas encore toutes différenciées et 
matures. Il est donc possible que ces cellules aient un effet paracrine sur les cellules 
matures qui les entourent. A deux et trois semaines après leur naissance, une partie des 
cellules prolifératives de l’ARC deviennent des neurones POMC. Ces nouveaux neurones 
ne peuvent pas expliquer l’effet rapide du traitement, mais tendent à faire croire que 
l’éventuel effet paracrine anorexigène des cellules prolifératives immatures serait relayé 
dans le temps par l’installation de nouveaux neurones anorexigènes. Dans notre étude 
nous avons montré que la neurogenèse rapide hypothalamique lors de la réponse 
homéostatique à un régime gras est bénéfique pour le maintien de l’équilibre énergétique.   
 
 
 
 
 
 165 
 
 166 
 
Article 2 – Soumis dans Journal of Neuroscience  
Title 
Hypothalamic cell renewal in adult mice is nutritionally regulated and controls the onset 
of obesity. 
 
Abbreviated title 
Food continuously shapes cellularity in feeding circuits 
 
Authors 
Gouazé Alexandra1, Brenachot Xavier1, Rigault Caroline1, Krezymon Alice1, Rauch 
Camille1, Nédélec Emmanuelle1, Lemoine Aleth1, Gascuel Jean1, Bauer Sylvian2, 
Pénicaud Luc1, Benani Alexandre1 
 
Affiliations 
1. Centre des Sciences du Goût et de l’Alimentation; Unité Mixte de Recherche 6265-
CNRS, 1324-INRA, Université de Bourgogne; Dijon, France 
2. Institut de Neurobiologie de la Méditerranée (INMED) - INSERM U901, Marseille, 
France. 
 
Correspondence 
 167 
 
Correspondence should be addressed to Alexandre Benani, CSGA, 9E Boulevard Jeanne 
d’Arc, 21000 Dijon, France. E-mail: alexandre.benani@u-bourgogne.fr 
 
Acknowledgements 
We thank Anne Lefranc for her technical assistance. This work was funded by CNRS, 
INRA, the Burgundy county (FABER-2009-9201-AAO036S00635 and PARI to L.P and 
A.B.), and the Société Française de Nutrition (to A.B.). 
 
Manuscript information 
Number of pages: 28 
Number of figures: 5 
Number of words in the abstract: 208 
Number of words in the introduction: 483 
Number of words in the discussion: 1461 
 
The authors declare no competing financial interests
 168 
 
Abstract 
 Hypothalamus plays a crucial role in the control of energy balance. Interestingly, 
this site retains neuroproliferative potency in the adulthood. Recent studies have suggested 
that the constitutive hypothalamic cell renewal could be involved in the maintenance of 
energy homeostasis. To study this possibility, we examined hypothalamic cell renewal 
during the homeostatic response to dietary fat in mice. We found that high-fat diet (HFD) 
accelerated cell renewal in the hypothalamus through a local, rapid and transient increase 
in cell proliferation, which peaked after three days. Blocking HFD-induced cell 
proliferation by central delivery of an antimitotic drug prevented food intake 
normalization observed after HFD introduction and accelerated the onset of obesity, 
showing that HFD-induced neoformed brain cells support adaptive anorectic function. 
Interestingly, the percentage of newly generated neurons adopting a POMC-phenotype in 
the arcuate nucleus was increased by HFD feeding, indicating that maturation of neurons 
in feeding circuits is nutritionally regulated to adjust future energy intake. Altogether these 
results show that adult hypothalamic cell renewal is remarkably responsive to nutritional 
conditions, and constitutes a physiological trait that is required to prevent severe 
overweight when consuming HFD. Hence this report highlights the amazing plasticity of 
feeding circuits and brings new insight in our understanding of the nutritional regulation 
of energy balance. 
 
Introduction 
New neurons are continuously produced in the adult mammalian hypothalamus 
(Migaud et al., 2010). The ependymal layer surrounding the third ventricle and the median 
eminence form delimited neurogenic niches (Xu et al., 2005; Perez-Martin et al., 2010; 
Lee et al., 2012), as originally observed all along the ventricular neuroaxis (Weiss et al., 
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1996). The hypothalamic parenchyma also contains scatered mitogenic activity supporting 
the generation of new functional neurons (Kokoeva et al., 2007; Pierce and Xu, 2010). 
However, the physiological functions of these newly generated neurons or neuronal 
progenitors in the adult hypothalamus remain uncertain. Nonetheless, the mitotic activity 
of hypothalamic progenitors is modulated by changes in environmental and physiological 
conditions (Huang et al., 1998; Fowler et al., 2002; Matsuzaki et al., 2009; Lee et al., 
2012; McNay et al., 2012), and could be artificially stimulated by administration of 
growth factors or hormones, being thus endogenous mediator candidates of such changes 
(Pencea et al., 2001; Kokoeva et al., 2005; Xu et al., 2005; Perez-Martin et al., 2010). 
Hence, constitutive neurogenesis in the adult hypothalamus could play a role in 
maintaining the long-term stability of the inner milieu, and could serve as an adaptive 
reservoir that finely adjusts physiological processes to long-lasting environmental 
changes. 
Recent studies have reported a role of hypothalamic neurogenesis in the control of 
energy homeostasis. Centrally administred Ciliary neurotrophic factor (CNTF) induced 
cell proliferation in feeding centers of the murine hypothalamus, which is required for the 
long-term anti-obesity effect of CNTF, suggesting that hypothalamic neurogenesis in adult 
mice could play a role in energy balance (Kokoeva et al., 2005). Indeed, under progressive 
neurodegeneration, orexigenic neurons of the hypothalamus spontaneously regenerate to 
preserve the integrity of feeding circuits and to maintain normal eating behavior (Pierce 
and Xu, 2010). The permanent turn-over of neurons located in the arcuate nucleus of the 
hypothalamus is suppressed in obese mice (McNay et al., 2012), suggesting that lack of 
remodeling in feeding circuits could contribute to the development of obesity. On the 
other hand, cell proliferation in the ventrobasal hypothalamus supports energy storage 
during high-fat diet feeding and intensifies weight gain, suggesting that neurogenesis in 
the hypothalamus exerts specific function depending on its location (Lee et al., 2012). 
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A better understanding of the nutritionally-regulated turn-over and maturation of 
newborn neurons in the adult hypothalamus could help finding novel therapeutic strategies 
to fight against overweight, which is dramatically on the rise in the world, and constitutes 
a major risk factor for a number of chronic diseases, including diabetes and cardiovascular 
diseases. Thus, we performed a quantitative mapping of the hypothalamic cell renewal 
during the time-course of diet-induced obesity in a murine model. We also phenotyped 
newborn cells and assessed their role in energy balance. Here, we report that high-fat diet 
rapidly stimulated proliferation of neuronal progenitors in the whole hypothalamus, and 
drove the fate of newborn neurons, as an homeostatic reponse in the long-term control of 
food intake. 
 
Methods 
Animals. Seven weeks-old male C57BL/6 mice were obtained from Harlan 
Laboratories and housed one per cage at 21-22°C on a 12/12-hour light/dark cycle. Before 
experiments, mice were acclimated for one week. They had with free access to food and 
water. Food was a standard pelletized rodent diet (#A04; Safe) or high-fat diet 
(customized semi-synthetic food; Safe). Food was daily renewed at 09h00. All protocols 
involving animals were reviewed by our local ethic board, and were in strict accordance 
with European Community guidelines (directive 86/906). 
 
Intracerebroventricular drugs administration. Intracerebroventricular (icv) 
cannulation and osmotic minipump implantation were performed at the same time. Under 
isoflurane anesthesia, mice were stereotactically implanted with a cannula (Brain infusion 
kit III; Charles River) into the right lateral ventricle (anteroposterior -0.2 mm and lateral 
+1.0 mm to Bregma ; dorsoventral -1.9 below skull). The cannula was connected to an 
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osmotic minipump (model 1007D for 1 week infusion or less, model 2004 for 1 month 
infusion or less; Charles River) via vinyl tubing (inner diameter 1.22 mm; Alzet) filled 
with vehicle (NaCl  ‰; Sigma) as fully described elsewhere (Kokoeva et al., 2005). The 
65 mm length of tubing allows 2 days of vehicle infusion after the surgery, before the 
minipump content reaches the ventricular system. Minipumps were filled either with 
vehicle, Bromodeoxyuridine (BrdU, 1 µg/µl in vehicle; Sigma), Arabinofuranosyl 
Cytosine (AraC, 6.66 µg/µl in vehicle; Sigma), or a mix of BrdU and AraC. Before 
implantation, minipumps were primed overnight at 37°C in NaCl  ‰. After surgery, mice 
recovered normal food intake within 48 hours (≈ 0.5 kcal/d/g of body weight). Starting 
time of experiments (T0, e.g. HFD introduction) was set at 4 days post-surgery. 
 
Tissue processing and reagents for immunohistochemistry. For histological 
analysis, mice were anesthetized by intraperitoneal injection of a ketamine/xylazine mix 
(10 µl/g of mouse; 100/10 mg/kg), and perfused transcardially with  ‰ NaCl containing 
250 U Heparin (Sanofi), followed by fixative solution (4% formaldehyde solution; 
Sigma). Brain were dissected, immersed overnight in fixative solution, transferred to 30% 
sucrose (Sigma) for 24 or 48 hours, and sectioned with a cryostat (Leica) in the coronal 
plane (sections thickness = 25 µm). Sections were collected in four series (every fourth in 
one aliquote) in cryoprotectant (30% v/v glycerol, 30% v/v ethylene glycol, 154 mM 
NaCl, 100 mM Tris-HCl, pH 7.5), and stored at -20°C until use. Free-floating sections 
were probed using the following primary antibodies and working concentrations: rat anti-
BrdU (1:100; #OBT0030; AbD Serotec), rabbit anti-GFAP (1:800; #18-0063; Molecular 
Probe), rabbit anti-Iba1 (1:4000; CP 290A; Biocare Medical), mouse anti-Ki67 (1:400; 
550609; BD Biosciences), mouse anti-Nestin (1:250; ab6142; Abcam), mouse anti-NeuN 
(1:100; MAB377; Chemicon), rabbit anti-POMC precursor (1:4000; H-029-30; Phoenix 
Pharmaceuticals). Fluorescent stainings were made with Alexafluor 488 goat anti-mouse 
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(1:500; #A-11029; Molecular Probe), Alexafluor 488 goat anti-rabbit (1:500; A-11034; 
Molecular Probe), Alexafluor 555 goat anti-mouse (1:250; #A-21424; Molecular Probe), 
or Dylight649 donkey anti-rat antibody (1:250; #712-496-153; Jackson Immunoresearch). 
Ki67 detection was made using biotinylated goat anti-mouse antibody (1:200), peroxidase-
conjugated avidin, and diaminobenzidine using the Vectastain® ABC kit (Vector 
Laboratories). 
 
Antigen unmasking procedure and immunolabeling. For BrdU detection, 
sections were first incubated in 50% formamide/2xSSC at 65°C for 2 hours, rinsed in 
2xSSC at room temperature (RT) for 5 minutes, incubated in 2N HCl at 37°C for 30 
minutes, and rinsed in 0.1M sodium borate (pH 8.5) at RT for 10 minutes. For Ki67 
detection, sections were first incubated in citrate solution at 95°C for 10 minutes. For 
other antigen detections, no specific unmasking procedure was required. All sections were 
rinsed in PBS (pH 7.4), and blocked with 3% normal goat serum in PBS containing 0.5% 
Triton X-100 for 1 hour. For POMC neurons labeling, the blocking solution was 3% 
normal donkey serum in PBS containing 0.5% Triton X-100. Sections were then incubated 
overnight with primary antibody diluted in the blocking solution at 4°C, or at RT for Ki67 
labeling. Sections were then washed in PBS, and incubated with secondary antibody in the 
blocking solution at RT for 2 hours. For double-labeling, a two-steps procedure was 
performed. Sections were finally washed in PBS, mounted on SuperFrost® Ultra Plus® 
slides (Thermo-Fisher Scientific), and coverslipped over Fluorescence Mounting Medium 
(Dako). 
 
Imaging and cell counting. Labeled cells were counted in the whole 
hypothalamus, from -2.70 mm to +0.58 mm from Bregma, according to a mouse brain 
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atlas (Franklin and Paxinos, 2007). For Ki67 labeling, cells were also counted in three 
hypothalamic nuclei: the arcuate nucleus (Arc), the ventromedian nucleus (VMN), and the 
paraventricular nucleus (PVN). To avoid oversampling, every fourth coronal section (25 
µm thickness) throughout the hypothalamus was stained and analyzed with a microscope 
(Axio Imager 2, Zeiss). The entire hypothalamic area was scanned automatically using a 
motorized stage, acquired at a x40 magnification, and the mosaic image was generated 
from individual tiles with the Axiovision software and the MosaiX module (Zeiss). Cell 
counting was performed manually on mosaic images with the assistance of ImageJ 
software. To obtain the total cell number of one animal, numbers of all affiliated sections 
were tallied, and multiplied by 4 according to the section sampling interval. Double 
fluorescence-labeled sections were also examined under structured illumination with the 
Apotome, to generate optical sections. 
 
Body composition analysis. For the assessment of adiposity, mice were 
anesthetized by intraperitoneal injection of a ketamine/xylazine mix (10 µl/g of mouse; 
100/10 mg/kg) in order to remove stainless steel cannula. Then, animals were placed in 
the scanner (EchoMRI-700). 
 
Tissues collection. After body composition analysis, animals were killed and 
dissected to collect brown adipose tissue (BAT), inguinal and retroperitoneal white 
adipose tissues (subcutaneous and visceral WAT, respectively). BAT was frozen in liquid 
nitrogen and stored at -80°C until use. WAT depots were weighted. 
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RNA extraction and processing. BAT were lysed and homogenized in 1 mL lysis 
buffer (QIAzol, Qiagen) using the TissueLyser system (Qiagen) and 5 mm stainless steel 
beads (Qiagen). Total RNAs were extracted using a phenol/chloroform isolation 
procedure, precipitated with isopropanol washed 3 times with 70% ethanol and 
resuspended with 50 µl water. Aliquots of each extract were checked for RNA purity and 
integrity with the Experion electrophoresis system (Bio-Rad Laboratories) and the 
Experion RNA StdSens Analysis Kit (Bio-Rad Laboratories). RNAs concentrations were 
determined using the Nanodrop spectrophotometer (Thermo Scientific). 
 
Real-time PCR analysis. Reverse transcription was performed with 500 ng of 
total RNAs, using the High-Capacity RNA-to-cDNA Master Mix (Applied Biosystem), as 
indicated by the manufacturer. For qPCR, the Fast SYBR Green Master Mix (Applied 
Biosystems) was used. Each reaction contained 1 µl of cDNAs diluted 1:10 and 200 nM 
gene specific intron-spanning primers. The sequences of the primers used for ucp1 
amplification were 5’-CAGTGTCCAGCGGGAAGGT-3’ and 5’-
TCCAAGCCAGGATGGTGAAC-3’. Polr2a was used as an endogenous control. The 
sequences of the primers were 5’-GCCAAAGACTCCTTCACTCACTGT-3’ and 5’-
TGTATGTTCCAAGCGGCAAA-3’. Reaction mixtures were loaded into a  6-wells 
plate, which was placed in a thermal cycler (model Step-One Plus, Applied Biosystems). 
PCR conditions were 20 s at 95°C, followed by 40 cycles of 3 s at 95°C and 30 s at 60°C. 
Raw fluorescence data were collected through the PCR using the SDS 2.3 software 
(Applied Biosystems), which further generated threshold cycles “Ct” with automatic 
determination of both baseline and threshold. Data were therefore analyzed with RQ 
Manager 1.2 software (Applied Biosystems) for relative quantitation. Relative quantitation 
of gene expression (RQ) was based on the comparative Ct method using the equation RQ 
= 2-ΔΔCt, where ΔΔCt for one gene target was its own Ct variation subtracted from a 
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calibrator sample and normalized with an endogenous control. Precisely, polr2a was 
defined as the endogenous control, and one control sample was arbitrary chosen as a 
calibrator. After amplification, a melting curve was plotted to check the specific Tm of 
each PCR product. 
 
Statistical analysis. All data are expressed as means. Error bars indicate standard 
errors of the mean (SEM). Multiple comparisons of groups were carried out by a one-way 
analysis of variance (ANOVA) using Prism 4.0 software (GraphPad Software). Post hoc 
Newman-Keuls test was used to compare groups when main effects reached significance. 
Unpaired t test was used when two groups were compared. Significant difference was 
noted *, **, or *** on the graphic representation when p value was < 0.05, 0.01, and 
0.001, respectively. 
 
 
 
Results 
Constitutive cell renewal in the adult hypothalamus is rapidly modified by 
HFD feeding. 
To detect constitutive cell renewal in the hypothalamus, and explore the effects of 
HFD feeding on it, we used a very sensitive in situ assay of cell proliferation based on 
central, continuous delivery of the proliferative marker 5’-Bromo-2-deoxyuridine (BrdU), 
as previously described (Pencea et al., 2001; Kokoeva et al., 2005, 2007). Animals were 
implanted with 1 µg/µl BrdU-filled osmotic minipump connected to a cannula targeting 
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the brain ventricular system. BrdU was infused at a rate of 0.5 µl/h, diffusing through the 
entire hypothalamic parenchyma after 3-4 days (Kokoeva et al., 2005, 2007). Mice were 
killed 2, 3, 4 or 5 days after the diffusion period (Fig. 1A), and their brains were collected 
and processed for BrdU immunohistochemistry (Fig. 1B). In control mice, the number of 
BrdU-positive cells in the hypothalamus regularly increased over time, from 3374 ± 822 at 
day 2 to 9726 ± 803 at day 5 (Fig. 1C). Linear regression analysis indicated an increment 
of 1985 ± 314 cells per day over the period analyzed, confirming the existence of 
constitutive cell proliferation in the adult hypothalamus. In HFD-fed mice, the number of 
BrdU-positive cells in the hypothalamus showed dual variation, being first increased over 
controls at day 2 (STD: 3374 ± 822 vs HFD: 6178 ± 602; p<0.05), and day 3 (STD: 6594 
± 662 vs HFD: 9706 ± 934; p<0.05) (Fig. 1D), then reduced at day 4 (STD: 7383 ± 249 vs 
HFD: 4137 ± 908; p<0.05), and day 5 (STD: 9726 ± 803 vs HFD: 4649 ± 559; p<0.01). 
Thus, HFD feeding caused rapid and biphasic modification of cell renewal in the murine 
hypothalamus, with an initial over-production of BrdU-positive cells up to 3 days after 
HFD introduction, followed by a dramatic 50% reduction. 
 
Short-term HFD feeding stimulates cell proliferation in the hypothalamus. 
The increased accumulation of BrdU-positive cells observed in the hypothalamus 
of adult mice as soon as 2 days after HFD introduction could be the consequence of 
enhanced cell proliferation. We thus quantified proliferating cells using 
immunohistochemistry against Ki67, a marker expressed during all phases of the cell 
cycle except G0, in animals that were killed at 0, 1, 3 or 5 days after HFD introduction 
(Fig. 2A). Control mice exhibited 2099 ± 118 Ki67-positive cells in the whole 
hypothalamus (Fig. 2B), consistent with the value previously calculated with linear 
regression for accumulation of BrdU-positive cells (see above). In HFD-fed mice the 
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number of Ki67-positive cells was increased at day 1 (2848 ± 169; p<0.05 relative to 
STD),  and at day 3 (3035 ± 323; p<0.05 relative to STD), but returned to control values at 
day 5 (1857 ± 145; p>0.05 relative to STD). Therefore, these data indicate that HFD 
feeding acutely stimulates cell proliferation within the hypothalamus, consistent with the 
data obtained with BrdU infusion. To test whether HFD-induced cell proliferation 
occurred in hypothalamic nuclei involved in the control of energy homeostasis, we 
counted Ki67-positive cells in the arcuate nucleus (Arc), the ventromedian nucleus 
(VMN), and the paraventricular nucleus (PVN) (Fig. 2C). Number of Ki67-positive cells 
was increased at day 1 in the Arc of HFD-fed mice (STD: 576 ± 49 vs HFD: 782 ± 51; 
p<0.05). At the same time, Ki67-positive cells were also higher in VMN and PVN of 
HFD-fed mice, but these effects did not reach significativity. Nevertheless, number of 
Ki67-positive cells was significantly increased in all tested hypothalamic nuclei when 
mice were fed with HFD for 3 days. No difference was seen at 5 days. Thus, HFD feeding 
stimulated cell proliferation during the first three days only, an effect that was first 
detected in the Arc, and later occurred in the VMH and the PVN. 
Blocking brain cell proliferation causes overweight during high-fat diet 
feeding. 
To assess the role of neoformed cells on energy homeostasis, we permanently 
blocked the production of new brain cells in adult mice by central administration of the 
anti-mitotic Arabinofuranosyl Cytosine (AraC) as detailed elsewhere (Kokoeva et al., 
2005). Body weight and food intake were monitored during three weeks in mice kept on 
standard or high-fat diet (Fig. 3A). AraC (40 µg/day) was continuously delivered by 
osmotic minipump connected to the brain ventricular system. BrdU (12 µg/day) was co-
administered in some animals to check the efficiency of cell proliferation interruption. 
Post-mortem inspection of brains by immunohistochemistry revealed that AraC treatment 
totally inhibited the apparition of neoformed BrdU-positive cells in the hypothalamic 
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parenchyma in standard and high-fat diet fed mice as well (Fig. 3B). Nevertheless, chronic 
AraC delivery did not alter body weight in control animals (STD+veh: 27.69 ± 0.44 g vs 
STD+AraC: 29.03 ± 0.73g after 3 weeks; p>0.05) (Fig. 3C, 3D), suggesting that the 
dosage and the procedure did not produce toxic effect, as previously reported (Kokoeva et 
al., 2005). In contrast, body weight of HFD-fed animals treated with AraC was increased 
compared to others groups, and these mice became significantly heavier as soon as 8 days 
after HFD introduction compared to HFD-fed mice treated with vehicle (HFD+veh: 26.89 
± 0.29  g vs HFD+AraC: 28.22 ± 0.54 g; p<0.05) (Fig. 3C). After three weeks on HFD, 
body weight gain of mice treated with AraC was more than 3-times higher relative to 
vehicle-treated mice (HFD+veh: +3.06 ± 0.21 g vs HFD+AraC: +10.38 ± 1.72 g; p<0.05) 
(Fig. 3D). No difference was seen regarding the body length of animals (Fig. 3 E). At the 
end of the AraC treatment, body composition was examined in some animals. AraC 
treatment increased the fat mass of HFD-fed animals (HFD+veh: +4.49 ± 0.26 g vs 
HFD+AraC: +12.27 ± 2.49 g after 3 weeks; p<0.05) (Fig. 3 F), affecting both 
subcutaneous and visceral fat depots (Fig. 3G). Thus, blocking brain cell proliferation 
accelerates the onset of diet-induced obesity in mice, suggesting that cell renewal in the 
adult hypothalamus could exert protective functions against excessive body weight gain 
under detrimental nutritional conditions. 
We also examined food intake regulation in AraC-treated mice receiving the 
standard or the HFD (Fig. 3H). AraC treatment did not affect basal food intake in control 
mice fed the standard diet at any time point examined, which was around 30 g per week. 
HFD introduction lead to a decrease in food intake during the first week that was similar 
in both mice treated or not with AraC, corresponding to an homeostatic response to 
increased dietary fat in order to restore normal energy intake (Butler et al., 2001; Benani et 
al., in press). In HFD-fed mice receiving vehicle, food intake was still reduced after 2 or 3 
weeks of HFD feeding (Fig. 3H). On the other hand, food intake increased in HFD-fed 
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mice treated with AraC, reaching levels similar to that observed in control animals. 
Therefore, AraC treatment prevented the long-term reduction of food intake that normally 
occured in animals fed a HFD, sugesting that cell renewal in the adult hypothalamus 
participates in the long-term regulation of food intake. 
We finally examined the expression of Ucp-1 in brown adipose tissue (BAT), 
taken as a marker of thermogenesis. At the end of the experiment, total RNA were 
extracted from BAT biopsies and abundance of Ucp-1 mRNA was analyzed by qPCR. 
Expression of Ucp-1 was similar in all groups, suggesting that increased food intake in 
AraC-treated HFD-fed mice was not compensated by higher energy expenditure through 
adaptive thermogenesis.  
 
Proliferating cells in response to HFD feeding are mostly neural precursors. 
Numerous cell types exhibit proliferative properties in the adult hypothalamus, 
including differentiated cells such as astrocytes, tanycytes, microglia, and endothelial 
cells, and immature cells such as neural progenitors (Alonso et al., 2005; Kokoeva et al., 
2007; Matsuzaki et al., 2009; Perez-Martin et al., 2010; Lee et al., 2012). In order to 
identify the phenotypes of cells that proliferate in response to HFD feeding, we used 
double immunofluorescence-labeling with antibodies against Ki67, to detect dividing 
cells, and against GFAP, Iba-1, and Nestin, to detect astrocytes, microglia, and neural 
progenitors, respectively, in animals killed after 3 days of HFD feeding (Fig. 4A). In the 
whole hypothalamus of control animals, the number of positive cells was 28 ± 3 for Ki67-
GFAP, 354 ± 45 for Ki67-Iba-1, and 1893 ± 170 for Ki67-Nestin (Fig. 4B). Thus, in the 
adult hypothalamus of naïve mice, proliferative cells are mostly neural precursors, which 
might likely support the constitutive neurogenesis. In the whole hypothalamus of HFD-fed 
animals, these numbers were 43 ± 4 for Ki67-GFAP, 459 ± 81 for Ki67-Iba-1, and 2963 ± 
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198 for Ki67-Nestin. A significant increase in the number of Ki67-GFAP-positive and 
Ki67-Nestin-positive cells was found in HFD-fed mice (p<0.05, relative to control mice), 
suggesting that proliferating cells in response to HFD feeding were mostly neural 
precursors, and glia to a lesser extent. 
 
HFD feeding did not alter the neuronal fate of newborn cells in the adult 
hypothalamus. 
 
We next assessed survival and fate of newborn, BrdU-positive cells in the 
hypothalamus at 1, 2 and 3 week(s) after HFD introduction (Fig. 5A). Mice were 
implanted with osmotic minipumps to centrally deliver BrdU, and minipumps were 
removed three days after HFD introduction. Thus, neoformed cells were labeled with 
BrdU exclusively during the HFD-induced proliferative period (Fig. 5A). In control mice, 
the number of BrdU-positive cells in the entire hypothalamus progressively decreased 
from 6594 ± 662 at day 3, to 4234 ± 654 at day 21 (Fig. 5B).  Thus, approximately 35% of 
the newly generated cells observed at day 3 are eliminated over the subsequent weeks in 
normal conditions. A similar trend was observed in HFD-fed mice, where the number of 
BrdU-positive cells decreased from 9706 ± 934 at day 3 to 5644 ± 568 at day 21, 
reflecting a 40% elimination rate over the 3-week period examined. However, the decline 
in newly generated cells occurred much more rapidly in HFD fed mice. Indeed, numbers 
of BrdU-positive cells were already strongly reduced at day 7 compared to day 3 in 
animals fed a HFD vs control animals (5627 ± 1172 vs 5653 ± 541 BrdU-positive cells at 
day 7, respectively), representing respectively an elimination rate of 40% vs 15% of the 
newly generated cells. These data suggest that HFD strongly accelerated hypothalamic 
cell renewal, without altering long-term survival of newly generated neurons. 
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The phenotype of BrdU-positive cells was then examined by double 
immunofluorescence-labeling using an antibody against the Neuronal Nuclei marker 
(NeuN) to reveal mature neurons (Fig. 5C). After 1 week, 52.6 ± 12.0% of the BrdU-
positive cells were also stained with NeuN in control mice (Fig. 5D). This proportion was 
93.4 ± 2.8% after 2 weeks, indicating that the majority of newly generated cells in the 
adult hypothalamus differentiate into neurons in control conditions. In HFD-fed mice, 
NeuN-BrdU-positive cells corresponded to 43.1 ± 7.4% and 94.0 ± 1.9% of total BrdU-
positive cells, after 1 and 2 week(s) respectively, being thus similar to what occurs in 
standard conditions. Therefore, these data indicate that HFD does not alter the ability of 
newly generated cells to differentiate along the neuronal lineage. 
HFD augments the production of arcuate POMC neurons in the adult 
hypothalamus. 
Newly generated neurons in the adult hypothalamus could further maturate into 
numerous specialized neuronal subtypes that compose this brain region. Among them, 
arcuate pro-opiomelanocortin (POMC) neurons plays a fundamental role in the regulation 
of appetite, and the adaptive metabolic response to excess caloric consumption (Cone, 
2005; Butler, 2006). To test whether newborn cells differentiated into POMC neurons, 
BrdU-positive cells located in the arcuate nucleus were further characterized using an 
antibody against the POMC precursor peptide (Fig. 5E). Among total arcuate BrdU-
positive neoformed cells, POMC-BrdU-positive cells represented 1.1 ± 0.3% after 2 
weeks, and 6.0 ± 1.1% after 3 weeks in control mice (Fig. 5F). In HFD-fed mice, this 
proportion was significantly higher (p<0.05 relative to control), reaching 2.3 ± 0.3% after 
2 weeks, and 10.2 ± 0.6% after 3 weeks. Thus, a greater number of newborn cells maturate 
into POMC neurons in the arcuate nucleus of HFD-fed mice, suggesting that the fate 
specification of POMC neurons is nutrionnally regulated. 
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Discussion 
Using chronic brain delivery of BrdU combined with post-mortem 
immunohistochemical analysis of BrdU-labeled cells, we characterized cell turn-over of 
the murine adult hypothalamus. We found that approximatively 2,000 new cells are 
generated every day in the adult hypothalamus. By comparison, cell renewal in neurogenic 
structures of the adult forebrain is much higher, 5-fold more in the subgranular zone 
(SGZ) of the hippocampal dentate gyrus (Cameron and McKay, 2001), and 15-fold more 
in the subventricular zone (SVZ) of the lateral ventricles (Lois and Alvarez-Buylla, 1994). 
We further found that most of the proliferative cells in the adult hypothalamus are nestin-
positive neural progenitors (around 95%), and that the majority of newly generated cells 
differentiate into NeuN-positive cells, confirming previous studies indicating constitutive 
neurogenesis in the hypothalamus of adult mice (Kokoeva et al., 2005, 2007; Pierce and 
Xu, 2010; Lee et al., 2012; McNay et al., 2012). Post-natal neurogenesis in this area 
appears widely conserved throughout species (Fowler et al., 2002; Rankin et al., 2004; 
Simmons et al., 2008; Matsuzaki et al., 2009; Migaud et al., 2011). We observed that 
hypothalamic cell proliferation occurs in the ependymal layer of the third ventricle as 
finely described (Xu et al., 2005; Lee et al., 2012), and in the parenchyma as well, in 
agreement with others (Kokoeva et al., 2005, 2007; Pierce and Xu, 2010). Newborn 
neurons found in the adult hypothalamic parenchyma are thought to derive from tanycytes, 
the hypothalamic radial glia like-cells located in the ependymal layer (Xu et al., 2005; Lee 
et al., 2012). Moreover, doublecortin (Dcx), a protein found exclusively in migrating 
neurons (Gleeson et al., 1999), has been observed in scattered cells in the hypothalamus 
(Kokoeva et al., 2007; Werner et al., 2012), suggesting that immature neurons could 
migrate through the hypothalamus before proper maturation. Regarding the fate of adult 
neoformed hypothalamic cells, we found that nearly all surviving cells after three weeks 
differentiate into neurons. Constitutive neurogenesis in the adult hypothalamus might 
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serve to replace degenerative cells (Pierce and Xu, 2010), and to adapt neuronal circuits to 
ever-changing environmental and physiological conditions (Matsuzaki et al., 2009; 
Kempermann, 2011).  
The main findings of the present study relate to the effects of dietary fat on hypothalamic 
cell turn-over. We demonstrated that HFD markedly and transiently increases cell 
proliferation in the hypothalamus after only 24 hours. This results in a massive addition of 
newly generated cells within 3 days of exposure to HFD. So far, responses to exogenous 
mitogens were investigated in the hypothalamus after three days or more, but never earlier 
(Pencea et al., 2001; Kokoeva et al., 2005; Xu et al., 2005; Perez-Martin et al., 2010). 
Likewise, proliferation of neural progenitors has been evidenced after five days in heat-
acclimated rats (Matsuzaki et al., 2009). Our results suggest that physiological regulation 
of neurogenesis in the hypothalamus exerted by dietary fat is a particularly fast event. The 
HFD-stimulating effect on cell proliferation is transient, lasting only three days, and is 
followed by a brutal drop in neorformed cell number. The rapid disappearance of such 
high number of newly generated cells is puzzling, and the mechanisms at play here remain 
to be investigated. A possibility is that many of the newly generated cells undergo 
apoptotic cell death almost immediately after birth, while others survive. Similar cascade 
of events leading to the selection of newborn cells has been found during learning and 
sensory-experience (Yamaguchi and Mori, 2005; Dupret et al., 2007). Collectively, these 
data suggest that newly generated cells in the hypothalamus are natively under selection 
pressure, similar to other brain regions subjected to adult neurogenesis (Dupret et al., 
2007). Interestingly, HFD seems to strongly accelerate the kinetics of these events 
compared to control animals, without altering the long-term persistence of BrdU-labeled 
cells. Thus, in agreement with studies describing adaptive physiological responses to 
increased dietary fat (Ziotopoulou et al., 2000; Benani et al., in press), this suggests that 
HFD could acutely mobilize adaptive processes at the cellular level as well. 
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The HFD-induced stimulation of cell proliferation is visible throughout the 
hypothalamic parenchyma, even if the arcuate nucleus is affected first. Previous studies 
have also reported widespread distribution of BrdU-positive cells in the hypothalamus 
when pharmacologically stimulated (Pencea et al., 2001; Kokoeva et al., 2005; Xu et al., 
2005; Perez-Martin et al., 2010). Hence, regulation of neural progenitors proliferation in 
this area is obviously not restricted to any particular nucleus. Despite this apparent lack of 
regional specificity within the hypothalamus, the proliferative response to HFD is 
probably site-specific at the brain scale since the dentate gyrus of the hippocampus, a 
highly proliferative brain area, was not affected in this time frame. 
 To assess the function of newborn cells in energy homeostasis, we globally 
inhibited cell proliferation in the brain using the antimitotic AraC. This drug was 
administred chronically as previously described (Kokoeva et al., 2005). Remarkably, 
AraC treatment had no effect in mice under standard diet, but accelerated the onset of 
obesity when energy balance was disrupted by HFD introduction. This suggests that HFD-
induced cell proliferation is involved in the homeostatic response to dietary fat, whereas 
constitutive cell renewal might not exert a fundamental function in energy balance 
regulation. On the other hand, long-lasting inhibition of constitutive cell renewal (i.e. 
more than three weeks) might have impaired energy balance too. Indeed, constitutive cell 
renewal in the hypothalamus seems to be required to regenerate neuronal networks during 
neurodegenerescence (Pierce and Xu, 2010). Site-specific manipulation of cell 
proliferation is technically challenging (Lee et al., 2012), and the intracerebroventricular 
route that we used to abolish brain cell proliferation makes it hard to determine that the 
hypothalamus is the only contributor to the observed response. However, our data 
converge on hypothalamic cell renewal as being chiefly involved in the homeostatic 
response to HFD, consistent with the well-demonstrated role of the hypothalamus in 
energy balance regulation. 
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Mechanisms by which proliferative cells could contribute to the homeostatic 
response to dietary fat are not established here. Because AraC causes overweight in HFD-
fed mice after only one week, this time frame is hardly compatible with an effect requiring 
functional integration of newly generated neurons into existing neural circuits. Actually, 
newborn neurons are not integrated into circuits before several weeks (Abrous et al., 
2005). Instead, the effects of newly generated cells could be mediated by their secretory 
activity. Surge of secreted mediators has been recently reported during short-term HFD 
feeding (Thaler et al., 2012). Interestingly, some extracellular cues that promote 
neurogenesis such as insulin-like peptides, BDNF, and CNTF, also reduce food intake and 
body weight (Kokoeva et al., 2005; Noble et al., 2011; Fernandez and Torres-Aleman, 
2012). A variety of cytokines share the same functions (Plata-Salaman, 2001; Bauer, 
2009; Ekdahl, 2012). Importantly, both the immature neural progenitors (Erlandsson et al., 
2006; Lin et al., 2007; Nishimoto et al., 2007) and the reactive glia (Caruso et al., 2012; 
Thaler et al., 2012) could secrete a variety of diffusible mediators. Reactive glia regulates 
adult neurogenesis (Ekdahl, 2012) and later selection and integration of newborn neurons 
(Mathieu et al., 2010; Tremblay et al., 2011; Morrens et al., 2012). Therefore, we propose 
that limiting HFD-stimulated proliferation could decrease the concentration of secreted 
factors emitted by newborn cells, thus altering both the amplification of the proliferative 
response and the acute secretome-dependent homeostatic response. 
HFD feeding does not alter the ability of newborn cells to differentiate toward the 
neuronal lineage, nor does it change their long-term survival. However, twice more 
POMC neurons are generated during HFD feeding relative to control, suggesting that 
maturation of hypothalamic neoformed neurons is nutritionally regulated in the adulthood. 
The time required for functional integration of these new neurons, and whether they are 
sensitive to metabolic cues remain to be elucidated. Nevertheless, once functional, 
additional anorexigenic POMC neurons could be an ultimate defense against metabolic 
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imbalance, to reinforce the HFD-induced up-regulation of POMC expression (Ziotopoulou 
et al., 2000) and the HFD-induced synaptic plasticity of POMC neurons (Benani et al., in 
press). These results further confirm that the melanocortin system is highly plastic and 
adapt to the nutritional conditions by a combinaison of various strategies. However, this 
physiological process is inhibited when the calorific pressure is sustained (McNay et al., 
2012). 
Overweight, which is dramatically on the rise in the world, is a major risk factor 
for a number of chronic diseases, including diabetes, and cardiovascular diseases. A better 
characterization of the function of adult hypothalamic neurogenesis in the control of 
energy balance could help finding novel approaches to fight against obesity. In this study, 
we show that adult hypothalamic neurogenesis is remarkably responsive to the nutritional 
conditions. We provide precise description of early cellular events engaged in the 
homeostatic response to dietary fat. Moreover, we show that defect in hypothalamic cell 
renewal leads to severe overweight, providing new insight into our understanding of 
nutritional regulation of energy balance. 
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Figure legends 
 
Figure 1.  High-fat diet causes fast and biphasic variation of cell renewal in the 
hypothalamus. (A) Schematic of the experimental design. Four days before high-fat diet 
introduction, BrdU-filled osmotic minipumps were implanted subcutaneously and 
connected to ventricular system to centrally deliver 12 µg/day BrdU (at 0.5 µl/hr). Mice 
were killed at day 2, 3, 4 and 5 after high-fat diet introduction. (B) Representative image 
of BrdU-labeled newborn cells immunodetected in the hypothalamus of control mice after 
5 days. (C) Linear regression modeling the daily accumulation rate of BrdU-positive cells 
in the whole hypothalamus of control mice (n= 3-5 mice per time-point; r2 = 0.952). (D) 
Quantification of BrdU-positive cells detected in hypothalamus of mice fed either a 
standard or high-fat diet (n= 3-5 mice per group). Data are means ± SEM. Groups were 
compared using unpaired t test. * and ** denotes p ≤ 0.05 and p ≤ 0.01, respectively. 3V: 
third ventricle; HFD: high-fat diet. 
 
Figure 2. High-fat diet transiently increases cell proliferation in the hypothalamus. 
(A) Representative image of Ki67-positive proliferating cells immunodetected in the 
hypothalamus of control mice. (B) Quantification of Ki67-positive cells detected in the 
whole hypothalamus and in selected hypothalamic areas in mice fed either a standard or 
high-fat diet for 1, 3 and 5 days. Basal amount of Ki67-expressing cells at day 0 
corresponds to the value found in control mice fed a standard diet. Data are means ± SEM 
(n = 12 at day 0, and n = 5 at day 1, 3, and 5). Groups were compared using ANOVA and 
Newman-Keuls post-hoc test. * and ** denotes p ≤ 0.05 and p ≤ 0.01, respectively. 3V: 
third ventricle; Arc: arcuate nucleus; HFD: high-fat diet; PVN: paraventricular nucleus; 
STD: standard diet; VMN: ventromedian nucleus. 
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Figure 3. Blocking cell proliferation in the adult hypothalamus abolishes the 
homeostatic feeding reponse to dietary fat, and causes dramatic overweight. (A) Protocol 
used to inhibit cell proliferation in the brain. AraC-filled osmotic minipumps were 
implanted subcutaneously, and connected to the ventricular system system to centrally 
deliver 40 µg/day AraC (at 0.25 µl/hr) for 3 weeks. Some mice received also BrdU 6 
µg/day through the same route. Food intake and body weight were monitored during the 
time-course of the experiment, whereas body weigth gain, oro-anal length, adiposity, mass 
of fat depots and Ucp-1 expression were determined at the end of the treatment. (B) After 
22 days, brains were inspected by immunohistochemistry against BrdU to assess the 
efficiency of AraC treatment. (C) AraC increased body weight of HFD-fed mice from 8 
days and above, compared with that of all others groups. (D-F) AraC dramatically 
increased body weight gain of mice fed with HFD for 3 weeks compared with that of all 
others groups, without affecting the growth of mice, but increasing their adiposity. (G) 
Masses of both subcutaneous (Subcut) and viscerous (Visc) fat pads were similarly 
increased by AraC. (H) From the second week after HFD introduction, AraC inhibited the 
continuation of the homeostatic reduction of food intake. (I) Levels of Ucp-1 mRNA in 
the brown adipose tissue assessed by RT-qPCR. No difference were found between 
groups, suggesting that the higher food intake in AraC-treated HFD-fed mice was not 
compensated by induced facultative thermogenesis. Data are means ± SEM (n = 12-15, 
except for fat pads weighing: n = 5 per group, and for Ucp-1 analysis: n=8-9 per group). 
Groups were compared using ANOVA and Newman-Keuls post-hoc test. * , ** , *** 
denotes p ≤ 0.05, p ≤ 0.01, and p ≤ 0.001 respectively. 3V: third ventricle. AraC: 
Arabinofuranosyl Cytosine; HFD: high-fat diet; STD: standard diet; veh: vehicle; WAT: 
white adipose tissue. 
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Figure 4. High-fat diet for three days increases the pools of neural progenitors and 
astroglial cells in the hypothalamus. Mice were kept on standard or high-fat diet for 3 days 
and were then killed. Brain sections were examined after immunostaining of Ki67-
expressing proliferative cells (A) Representative images showing Ki67-positive 
proliferative cells (in red) detected in the hypothalamus, and phenotyped by the following 
markers (in green): GFAP (astrocytes), Iba-1 (microglia), Nestin (neural progenitors). (B) 
Quantification of double-labeled cells in hypothalamus of mice fed standard or high-fat 
diet. Data are means ± SEM (n = 4-5 for each group). Groups were compared using 
unpaired t test. * and ** denotes p ≤ 0.05 and p ≤ 0.01, respectively; 3V: third ventricle. 
HFD: high-fat diet; STD: standard diet. 
 
Figure 5. High-fat diet does not deviate the neuronal fate rate, but incites new 
neurons to mature into anorexigenic POMC cells. (A) Schematic of the experimental 
design. Four days before high-fat diet introduction, BrdU-filled osmotic minipumps were 
implanted subcutaneously and connected to ventricular system to centrally deliver 12 
µg/day BrdU (at 0.5 µl/hr). Infusion was stopped at day 3 by cutting the cathether. Mice 
were kept for an additional 1-3 week(s) period and then killed. Brain sections were 
examined after immunostaining of BrdU-positive neoformed cells. (B) High-fat diet did 
not alter the survival rate at 3 weeks of BrdU-labeled neoformed cells in the hypothalamus 
once selected during the first week of HFD, compared to that in control mice. (C-D) High-
fat diet did not alter the differentiation rate into neurons compared to that in control mice, 
as  assessed by double immunohistochemistry against BrdU (in red) and NeuN, a neuronal 
marker (in green). (E-F) High-fat diet increased the number of arcuate newborn POMC 
neurons, as  assessed by double immunohistochemistry against BrdU (in red) and POMC 
precursor (in green). Representative images were obtained from control mice at day 21. 
Data are means ± SEM (n = 5-6 per group). Groups were compared using unpaired t test. 
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* , ** , denotes p ≤ 0.05 and p ≤ 0.01, respectively. 3V: third ventricle; Arc: arcuate 
nucleus; HFD: high-fat diet. 
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Figure 52: Bilan de l’étude 
Le régime gras provoque des modulations rapides (dès J1) de la plasticité hypothalamique. 
D’une part, on observe une stimulation de la plasticité synaptique PSA-NCAM-dépendante 
dans l’ARC, qui conduit à une augmentation de la stimulation des neurones POMC. 
Parallèlement, la neurogenèse hypothalamique est modulée également. La prolifération 
cellulaire est stimulée et une partie des cellules deviennent des neurones POMC (en plus 
grand nombre que chez les souris STD). Dans les 2 cas, nous avons démontré que la plasticité 
hypothalamique sous régime HFD est essentielle pour le maintien de l’homéostasie 
énergétique. 
Neurogenèse
Régime 
Alimentaire
Plasticité 
synaptique
Dès J1
Régulation de la prise 
alimentaire
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Conclusions générales 
 
Le but de cette étude était d’explorer les éventuels phénomènes de plasticité 
activés lors d’une réponse homéostatique à un régime gras. Grâce à notre étude nous 
avons déterminé que : 
 Un régime HFD provoque chez l’individu adulte une réponse 
homéostatique très rapide. 
 Cette réponse homéostatique se traduit au niveau central par une plasticité 
synaptique PSA-NCAM-dépendante dans le noyau arqué hypothalamique, 
conduisant à une stimulation des neurones POMC et à une régulation de la 
prise alimentaire. 
 Elle s’accompagne également d’un impact sur la neurogenèse 
hypothalamique puisqu’on observe une augmentation de la prolifération 
cellulaire hypothalamique qui semble être essentielle pour le maintien de 
l’homéostasie énergétique.  
 Le régime a également un impact sur la maturation des nouveaux neurones 
puisque une partie des neurones vont devenir des neurones POMC, et ce en 
plus grande proportion que pour les souris sous régime STD. 
Pour la première fois, nous avons mis en évidence le fait que la plasticité dans 
l’hypothalamus est un phénomène bénéfique. Dans notre contexte, la plasticité induite 
rapidement par le régime HFD semble permettre un retour à une prise alimentaire normale 
et un maintien de l’homéostasie énergétique (Figure 52). 
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Perspectives 
 
Aujourd’hui, dans les pays industrialisés, on assiste à une recrudescence des 
maladies métaboliques telles que l’obésité, le diabète de type II ou le syndrome 
métabolique. Le développement de ces maladies est dû en grande partie aux changements 
d’habitudes alimentaires. En effet, depuis les années 80, les populations de ces pays ont 
accès à une nourriture dite « de cafétéria » ou « fast-food », riche en calories et en lipides, 
et souvent la consommation de cette nourriture s’accompagne d’une baisse de l’activité 
physique. Les incidences de ces pathologies devenant de plus en plus importantes et créant 
des problèmes de santé publique très importants, il est essentiel de comprendre les 
mécanismes mis en jeu dans leurs développements. Le cerveau, et plus particulièrement 
l’hypothalamus, participe à la régulation de l’homéostasie énergétique, et chez les 
individus obèses on observe des modifications de certains réseaux neuronaux en 
particulier dans cette structure. Le but de ce travail était de comprendre les mécanismes de 
plasticité mis en place lors d’une réponse homéostatique provoquée par un régime 
alimentaire de type « cafétéria » ou « fast-food » sur les réseaux hypothalamiques chez 
l’adulte, et de connaitre l’impact des éventuelles modifications sur la régulation de 
l’homéostasie énergétique. 
Pour répondre à ces questions, nous avons mis en place un modèle de souris 
recevant un régime gras ayant une composition proche de la nourriture « fast-food » que 
l’on peut trouver chez l’Homme. Ces souris présentent très rapidement des défauts 
métaboliques transitoires. L’hyperphagie, la dyslipidémie, l’intolérance au glucose 
observées pendant les 3 premiers jours de régime HFD se traduisent au niveau central par 
un remodelage du réseau hypothalamique. En effet, dès le premier jour, le régime gras 
entraine une augmentation de l’expression de PSA-NCAM dans le noyau arqué 
hypothalamique des souris. Chez l’individu adulte, la polysialisation de NCAM est un
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évènement lié à un mouvement des cellules pouvant se traduire par un remodelage des 
connexions synaptiques (Bonfanti, 2006), et dans notre modèle nous pouvons voir 
qu’effectivement, après trois jours de régime, les afférences pré-synaptiques sont 
modifiées sur les neurones anorexigènes POMC. Ce remaniement des connexions,  qui est 
PSA-NCAM dépendant, provoque une augmentation du tonus excitateur sur les neurones 
POMC au troisième jour de régime, ceci pouvant expliquer le retour progressif à une prise 
alimentaire normale dès J3. Le blocage de PSA-NCAM par l’endoN empêche d’ailleurs ce 
retour à la normale. Ceci prouve que les reconnexions observées sont essentielles pour le 
maintien de l’homéostasie. Une explication à ce résultat pourrait être que la stimulation 
PSA-NCAM-dépendante des neurones POMC soit un phénomène régulé par la leptine. En 
effet, les souris sous HFD présentent une augmentation de la triglycéridémie à J1, et le 
taux de leptine produite par les adipocytes est corrélé avec le taux de tryglicérides 
circulants (Hynes and Jones, 2001). De plus, les neurones hypothalamiques à POMC 
possèdent des récepteurs à la leptine et sont donc en partie régulés par le taux circulant 
(Cheung et al., 1997). Enfin, chez les souris ob/ob, les reconnections synaptiques sur les 
neurones POMC sont modulées très rapidement par la leptine (Pinto et al., 2004). Si 
effectivement la leptine est impliquée dans la plasticité synaptique dans notre modèle, 
alors une façon de le prouver serait de mettre des souris ob/ob sous régime HFD pendant 
une semaine. A ce moment-là, les souris devraient présenter un défaut de prise alimentaire 
similaire à celui observé chez les souris traitées avec l’endoN. On peut également penser 
qu’il sera impossible de voir l’augmentation d’expression de PSA-NCAM où les 
changements de connexions et de tonus pendant les 3 premiers jours chez ces souris.  
PSA-NCAM est un marqueur de plasticité synaptique, mais également un 
marqueur de cellules immatures en migration. En effet, dans la zone sous ventriculaire, 
PSA-NCAM est exprimé par les neuroblastes en migration le long du flux rostral 
migratoire. Ce marquage est détectable jusqu’à l’arrivée des cellules dans les bulbes  
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olfactifs, et la perte d’expression coïncide avec la différenciation des neuroblastes en 
neurones granulaires et périglomérulaires (Bonfanti and Theodosis, 1994; Rousselot et al., 
1995; Doetsch et al., 1997; Bonfanti, 2006). Dans ce contexte, l’expression de PSA-
NCAM n’est pas essentielle pour la migration des neuroblastes jusqu’aux BO (Hu et al., 
1996), en revanche, les cellules en culture issues de souris ko NCAM montrent une 
neurogenèse très réduite (Vutskits et al., 2006). Ces données prouvent que PSA-NCAM 
peut également être un marqueur de neurogenèse dans le cerveau adulte. Dans notre 
modèle, on observe effectivement une augmentation de la prolifération dans 
l’hypothalamus entier dès les trois premiers jours de régime HFD. Cette augmentation est 
conséquente puisque 1000 cellules vont proliférer en plus des 2000 qui prolifèrent déjà en 
conditions basales. Sur les trois types cellulaires que nous avons identifiés dans 
l’hypothalamus, seule la prolifération de deux types va être stimulée pendant les 3 
premiers jours de régime gras : les cellules astrogliales et les précurseurs neuronaux. La 
microglie, elle, prolifère normalement. Cette absence d’augmentation de prolifération 
microgliale, alors que tous les autres types cellulaires prolifèrent plus, pourrait être due 
aux cellules astrogliales. Ces cellules sont présentes en plus grands nombres sous régime 
gras dans l’hypothalamus et pourraient donc sécréter une plus grande quantité de GDNF 
(Glial cell line-derived neurotrophic factor). Ce facteur trophique est connu pour être 
sécrété par les astrocytes de la substance noire où elle permet d’empêcher l’activation de 
la microglie, empêchant ainsi un phénomène d’inflammation (Rocha et al., 2012). Le 
GDNF serait capable de moduler la prolifération mais aussi la migration et l’adhésion des 
cellules microgliales en augmentant l’expression  de l’enzyme antioxydante HO-1 
(Hemeoxygenase-1) (Min et al., 2006). De plus, les effets du GDNF  sur les cellules 
microgliales dépendent du récepteur GRFα1 (GNDF family receptor alpha 1) (Rocha et 
al., 2012) qui peut d’ailleurs être associé avec la protéine NCAM (Ibáñez, 2010), ceci 
pourrait expliquer, en partie, l’augmentation de l’expression de cette protéine lors de la  
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mise sous régime. Les cellules astrogliales et les précurseurs neuraux voient donc leur 
prolifération stimulée sous HFD. Lorsque l’on inhibe la prolifération de ces cellules, les 
effets sur la prise alimentaire et sur le poids sont observés à partir d’une semaine, et ces 
effets sont radicaux. Ces nouvelles cellules sont donc très importantes pour le maintien de 
l’équilibre énergétique. Les cellules néoformées ne sont cependant pas matures dès la 
première semaine après leur naissance. Nous avons démontré que leur différenciation 
neuronale était complète à J15, et pourtant les effets du régime sont visibles après 
seulement 1 semaine de traitement à l’araC. Ce phénomène pourrait être dû au fait que les 
cellules néoformées encore immatures sont capables de secréter de manières paracrines 
des facteurs capables de moduler l’activité des cellules environnantes. Plusieurs facteurs 
ont été identifiés comme médiateurs agissant sur les cellules de leur environnement proche 
et permettant une régulation rapide de l’homéostasie. Les cellules astrogliales, présentes 
dans différentes régions cérébrales, sont capables de relarguer plusieurs facteurs 
lorsqu’elles sont stimulées. Parmi ces facteurs, on trouve des facteurs neurotrophiques 
comme le GDNF (vu précédemment), le CDNF (Cerebral dopamine neurotrophic factor), 
le BDNF (Brain derived neurotrophic factor) (Nagatsu and Sawada, 2005; Chang et al., 
2006; Lindholm et al., 2007), et des cytokines comme l’Il-6 (Interleukine-6), Il1-β 
(Interleukine 1 béta) , et d’autres protéines comme Wnt-3 et IGFBP6 (Insulin-like growth 
factor binding protein 6) (Barkho et al., 2006; Okamoto et al., 2011). Certains, comme 
l’Il-6, sont capables de moduler l’homéostasie énergétique. Les souris modifiées 
génétiquement pour exprimer l’Il-6 spécifiquement dans leurs astrocytes, sont  résistantes 
à l’obésité induite par un régime gras (Hidalgo et al., 2010).  Le BDNF est aussi un facteur 
anorexigène qui a de multiples fonctions. Il a  été montré que, in vitro, l’activation des 
récepteurs MC4-R mène à l’expression de BDNF dans les astrocytes hypothalamiques 
(Caruso et al., 2012). L’expression in vivo du BDNF dans le VMH est activée par une 
augmentation de la prise alimentaire via la signalisation des récepteurs MC4-R, ceci 
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provoquant une baisse de la prise alimentaire et une augmentation des dépenses 
énergétiques (Xu et al., 2003). Ces deux molécules sont impliquées dans le maintien de 
l’homéostasie énergétique, mais ont également impact sur la neurogenèse hypothalamique. 
Ainsi, l’infusion de BDNF dans l’hypothalamus de rat provoque une augmentation de la 
prolifération cellulaire (Pencea et al., 2001). Il-6 ainsi qu’Il-1β et Wnt-3 agissent comme 
des régulateurs qui vont permettre la différenciation des cellules prolifératives en neurones 
dans le DG et la SVZ (Barkho et al., 2006; Okamoto et al., 2011). IGFBP6 va, au 
contraire, altérer la différenciation de ces cellules dans l’hippocampe (Barkho et al., 
2006).  
 Dans notre modèle, l’augmentation du nombre d’astrocytes pendant les 3 premiers 
jours de régime pourrait se traduire par une baisse de la prise alimentaire et un maintien du 
poids corporel via la sécrétion d’Il-6 ou de BDNF. Ces deux facteurs sécrétés par les 
astrocytes seraient les cibles prioritaires. Leur expression conduit à une augmentation de la 
prolifération et la différenciation cellulaire dans l’hypothalamus, mais ces molécules ont 
également un impact direct sur la régulation de l’homéostasie énergétique. Une 
microdialyse réalisée dans l’hypothalamus des souris HFD à J3 permettrait d’identifier les 
facteurs sécrétés précocement et de voir la différence avec les souris STD. Une fois 
identifier, il serait intéressant d’injecter ces facteurs chez une souris STD et de mesurer 
l’impact sur la prolifération, la différenciation et sur la régulation de l’homéostasie 
énergétique. 
 La deuxième population prolifératives dans l’hypothalamus sont les précurseurs 
neuraux. Pour connaitre le type de molécules secrétées par ces cellules immatures, il 
faudrait identifier plus précisément le type de précurseurs neuraux qui prolifèrent dans nos 
conditions. En effet, il a été montré que des cellules souches comme des progéniteurs 
neuronaux sont capables de proliférer dans l’hypothalamus (Xu et al., 2005; Mcnay et al., 
2012). Les cellules souches semblent se situer préférentiellement dans la couche
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épendymaire du 3ème ventricule alors que les progéniteurs seraient localisés dans le 
parenchyme. Dans notre modèle, les cellules prolifératives exprimant la nestine se 
trouvent dans ces deux zones hypothalamiques. Pour connaitre leur nature, une mise en 
culture de ces cellules et une évaluation de la formation des neurosphères semble être la 
solution adaptée (protocole selon Mcnay et al., 2012).  
Le régime gras provoque une augmentation du nombre de cellules prolifératives 
pendant les trois premiers jours de régime, mais au bout de 7 jours on observe le même 
nombre de cellules néoformées chez les souris HFD et chez les souris STD. Une 
explication à ce phénomène serait que le régime gras provoque une rapide prolifération 
cellulaire afin de créer un stock rapide de cellules pour répondre à la pression 
environnementale. Mais par la suite, et de manière relativement rapide, il y aurait une 
sélection des cellules compétentes, parmi les nouvelles cellules produites, par un 
processus d’apoptose. Ce processus a déjà été observé dans une autre niche neurogénique 
comme en condition physiologique dans la zone sous-callosale chez la souris où une 
grande quantité des nouveaux neurones vont subir une apoptose massive (Kim et al., 
2011). De même dans l’hippocampe, l’apprentissage spatial en piscine de Morris chez le 
rat, conduit à une augmentation rapide de la prolifération cellulaire puis à une sélection 
rapide (quelques jours) toute aussi massive par apoptose (Dupret et al., 2007). Dans notre 
modèle, un marquage TUNEL ou caspase-3 activé à partir de J3 permettrait de confirmer 
cette sélection massive des cellules par apoptose. 
Nous avons montré, que les cellules prolifératives hypothalamiques se 
différenciaient essentiellement en neurones durant les 15 jours qui suivent leur naissance. 
Le régime gras ne provoque pas de changement dans cette étape de différenciation des 
cellules. En revanche, si l’on s’intéresse à la maturation de ces nouveaux neurones, on 
s’aperçoit que le régime gras va orienter une partie de ces neurones néoformés située dans 
l’ARC, vers un phénotype de neurones anorexigènes. Ces nouveaux neurones POMC 
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permettraient de consolider l’effet anorexigène des cellules immatures à court terme, et 
expliqueraient éventuellement en partie la régulation de la prise alimentaire à long terme. 
Si ces nouveaux neurones POMC sont aussi importants pour le maintien de l’homéostasie 
à long terme, cela signifie qu’ils se sont intégrés au réseau et qu’ils sont fonctionnels en 
sécrétant des neurotransmetteurs. Pour savoir à quel moment ces neurones deviennent 
compétents, plusieurs expériences seraient réalisables. Tout d’abord un triple marquage 
immunohistochimique BrdU/POMC/Synaptophysine permettrait de savoir si les neurones 
POMC néoformés ont établi des connexions avec les cellules de leur environnement. 
Ensuite, il suffirait d’injecter en ip avec de la leptine des souris HFD à différents temps de 
régime, puis de réaliser un marquage immunohistochimique BrdU/POMC/p-Stat3. Cette 
manipulation permettrait de voir si les nouveaux neurones POMC sont dotés des 
récepteurs adéquats pour recevoir les informations de la périphérie, et s’ils sont capables 
de mettre en place la machinerie cellulaire afin de répondre à ces modifications.  
Nous avons montré avec ce travail que la plasticité synaptique et la neurogenèse 
basale hypothalamique chez l’individu adulte peuvent être très rapidement modulées par 
un changement de régime alimentaire. Ce régime va, en seulement quelques jours, 
provoquer  des changements cellulaires qui semblent complémentaires et bénéfiques pour 
le maintien de l’homéostasie énergétique. Il semblerait qu’un changement 
environnemental délétère à long terme provoque à court terme une cascade de réactions 
très rapide au niveau central ayant pour but de maintenir un équilibre énergétique. Dès le 
premier jour, des changements synaptiques interviennent dans le but de stimuler le tonus 
anorexigène dans l’hypothalamus. Dans le même laps de temps, de nouvelles cellules sont 
produites, mais il semble que la prolifération de la population microgliale ne soit pas 
stimulée, l’inflammation connue pour être délétère semble donc limité pendant ces 
quelques jours. Les nouvelles cellules sont essentielles pour maintenir l’homéostasie, et 
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agissent de pair avec le remodelage synaptique. Après les premiers jours, on assiste à une 
consolidation de cette régulation via l’insertion de nouveaux neurones anorexigènes dans 
le réseau. Cette étude met donc en évidence l’existence d’une régulation rapide et 
bénéfique dans  l’hypothalamus suite à un changement de régime. Il serait intéressant par 
la suite d’identifier les phénomènes moléculaires activés lors de la mise en place de cette 
régulation. 
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Protocoles 
Immunohistochimie BrdU 
Matériels et solutions : 
- Solution d’anticorps primaire anti-BrdU au 100ème  
- Solution d’anticorps secondaire anti-NeuN au 100ème 
- Solution d’anticorps secondaire donkey anti-Rat au 250ème 
- Solution d’anticorps secondaire goat anti-Mouse au 500ème  
- Solution 50% formamide (Sigma, F9037) /2XSSC  
- Solution de 2X SSC 
- Solution de 2N HCl  
- Borate de sodium 0,1M  
- PBS 1X 
- Solution Bloquante 
- Plaques 24 puits (1 plaque par cerveau) 
- Pinceau « petit gris » taille 3 
- Lames Superfrost plus, Menzel-Gläser, réf . 631-9483, lot 30495 
- Lamelles Diamant Star, Menzel-Gläser , réf. LDS 2460 
- Agitateur de plaque 
- Etuves (37 °C) 
- Bain-marie (65°C) 
 
Protocole :  
1- Sortir les coupes du cryoprotectant et les déposées 10 min au PBS sur plaque agitante (1 
mL) 
2- Incubation dans 500 µL de la solution 50% formamide/2X SSC à 65°C (bain marie) 
3- Rinçage dans 500 µL d’une solution de 2X SSC à température normale pendant 5min 
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4- Rinçage 5 min au PBS (1 mL) 
5- Incubation dans 500 µL de la solution de 2N HCl à 37°C pendant 30min 
6- Rinçage dans 500 µL de la solution de  borate de sodium  pendant  10 min à température 
ambiante 
7- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
8- Blocage dans 300 µL pendant 1H à température ambiante 
9- Incubation dans 200 µL de solution d’anticorps primaire overnight à 4°C  
10- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
11- Incubation dans 200 µL de solution d’anticorps secondaire à température ambiante 
pendant 2H (se fait dans la pénombre pour éviter d’exciter les anticorps fluo) 
12- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
13- Montage 
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Double immunohistochimie BrdU/POMC 
Matériels et solutions : 
- Solution d’anticorps primaire anti-BrdU au 100ème  
- Solution d’anticorps secondaire rabbit anti-POMC au 4000ème 
- Solution d’anticorps secondaire donkey anti-Rat au 250ème 
- Solution d’anticorps secondaire alexa fluor 488 goat anti rabbit au 100ème   
- Solution 50% formamide (Sigma, F9037) /2XSSC  
- Solution de 2X SSC 
- Solution de 2N HCl  
- Borate de sodium 0,1M  
- PBS 1X 
- Solution Bloquante 
- Plaques 24 puits (1 plaque par cerveau) 
- Pinceau « petit gris » taille 3 
- Lames Superfrost plus, Menzel-Gläser, réf . 631-9483, lot 30495 
- Lamelles Diamant Star, Menzel-Gläser , réf. LDS 2460 
- Agitateur de plaque 
- Etuves (37 °C) 
- Bain-marie (65°C) 
 
Protocole :  
1- Sortir les coupes du cryoprotectant et les déposées 10 min au PBS sur plaque agitante (1 
mL) 
2- Incubation dans 500 µL de la solution 50% formamide/2X SSC à 65°C (bain marie) 
3- Rinçage dans 500 µL d’une solution de 2X SSC à température normale pendant 5min 
4- Rinçage 5 min au PBS (1 mL) 
 225 
 
5- Incubation dans 500 µL de la solution de 2N HCl à 37°C pendant 30min 
6- Rinçage dans 500 µL de la solution de  borate de sodium  pendant  10 min à 
température ambiante 
7- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
8- Blocage dans 300 µL pendant 1H à température ambiante 
9- Incubation dans 200 µL de solution d’anticorps primaire anti-BrdU overnight à 4°C  
10- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
11- Incubation dans 200 µL de solution d’anticorps secondaire donkey anti-Rat à 
température ambiante pendant 2H (se fait dans la pénombre pour éviter d’exciter les 
anticorps fluo) 
12- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
13- Blocage dans 300 µL pendant 1H à température ambiante 
14- Incubation dans 200 µL de solution d’anticorps primaire anti-POMC overnight à 4°C  
15- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
16- Incubation dans 200 µL de solution d’anticorps secondaire à température ambiante 
pendant 1H (se fait dans la pénombre pour éviter d’exciter les anticorps fluo) 
17- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
18- Montage 
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Double immunohistochimie BrdU/NeuN 
Matériels et solutions : 
- Solution d’anticorps primaire anti-BrdU au 100ème  
- Solution d’anticorps secondaire anti-NeuN au 100ème 
- Solution d’anticorps secondaire donkey anti-Rat au 250ème 
- Solution d’anticorps secondaire goat anti-Mouse au 500ème  
- Solution 50% formamide (Sigma, F9037) /2XSSC  
- Solution de 2X SSC 
- Solution de 2N HCl  
- Borate de sodium 0,1M  
- PBS 1X 
- Solution Bloquante 
- Plaques 24 puits (1 plaque par cerveau) 
- Pinceau « petit gris » taille 3 
- Lames Superfrost plus, Menzel-Gläser, réf . 631-9483, lot 3049  
- Lamelles Diamant Star, Menzel-Gläser , réf. LDS 2460 
- Agitateur de plaque 
- Etuves (37 °C) 
- Bain-marie (65°C) 
 
Protocole :  
1- Sortir les coupes du cryoprotectant et les déposées 10 min au PBS sur plaque agitante (1 
mL) 
2- Incubation dans 500 µL de la solution 50% formamide/2X SSC à 65°C (bain marie) 
3- Rinçage dans 500 µL d’une solution de 2X SSC à température normale pendant 5min 
4- Rinçage 5 min au PBS (1 mL) 
 227 
 
5- Incubation dans 500 µL de la solution de 2N HCl à 37°C pendant 30min 
6- Rinçage dans 500 µL de la solution de  borate de sodium  pendant  10 min à température 
ambiante 
7- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
8- Blocage dans 300 µL pendant 1H à température ambiante 
9- Incubation dans 200 µL de solution d’anticorps primaire anti-BrdU overnight à 4°C  
10- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
11- Incubation dans 200 µL de solution d’anticorps secondaire anti-Rat à température 
ambiante pendant 2H (se fait dans la pénombre pour éviter d’exciter les anticorps fluo) 
12- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
13- Blocage dans 300 µL pendant 1H à température ambiante 
14- Incubation dans 200 µL de solution d’anticorps primaire anti-NeuN overnight à 4°C  
15- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
16- Incubation dans 200 µL de solution d’anticorps secondaire anti-Mouse à température 
ambiante pendant 2H (se fait dans la pénombre pour éviter d’exciter les anticorps fluo) 
17- Rinçage 3x5 min au PBS (1 mL) 
18- Montage 
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Immunohistochimie Ki67 
Solutions et matériels : 
 
- Solution d’anticorps primaire Mouse anti-Human Ki67 
- Solution d’anticorps visible secondaire Goat anti-Mouse ou Alexa Fluor 555 goat anti-
mouse 
- Kit Vectastain ABC (Mouse IgG) 
- DAB substrate kit for peroxydase 
- PBS 1X 
- Solution bloquante  
- Eau distillée 
- H2O2  3% 
- Tampon citrate, 20 mM, pH 6.0 
- Dako Faramount aqueous mounting medium, Dako, réf. S3025 ou Dako fluorescent 
mounting medium (Dako, réf.S3023) 
- Un pap-pen ou Dako-pen 
- Agitateur de plaque 
- Boite humide hermétique 
- Bacs d’incubation en verre 
- Plaques 24 puits 
- Pinceaux « petits gris » taille n°3 
- Un bécher en Pyrex de 2000 mL 
- Un coplin jar avec son couvercle 
- Une plaque chauffante (Stuart, réf. CB162) 
- Un thermomètre + 100°C 
- Aluminium pour recouvrir le becher 
- Lames Superfrost plus, Menzel-Gläser, réf. 631-9483, lot 30495   
- Lamelles Diamant Star, Menzel-Gläser, réf. LDS 2460 
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Protocole : (les volumes de solutions déposées directement sur coupes sont de 60 µL et les 
volumes de bain dans les cuves sont de 200 mL) : 
1- Couper le cerveau à 25 µm et monter les coupes sur lames après récupération dans du PBS 
1X 
2- Les faire sécher à température ambiante overnight si utilisation le lendemain, ou à -20°C 
dans une boite hermétique pour une utilisation ultérieure 
3- Entourer les coupes d’un trait de Pap-pen  
4- Réhydrater les lames dans du PBS 
5- Remplir le bécher d’eau du robinet (environ 750 mL) et placé le coplin jar rempli avec 70 
mL le tampon citrate à l’intérieur 
6- Chauffer pour atteindre  8°C à l’intérieur du coplin jar (thermostat 400°C pendant 20 min 
environ), recouvrir le bécher d’une feuille d’aluminium 
( !Attention : faire chauffer le coplin jar dans l’eau froide, ne pas mettre dans 
l’eau déjà chaude sinon il explose !) 
7- Une fois à 98°C, sortir le coplin jar et y placer les lames (la température dans le récipient 
redescend à 80°C environ) 
8- Replacer le coplin jar dans le bécher et attendre environ 5 min que la température du 
tampon ré-atteigne 98°C 
9- Incubation 10 min dans un tampon maintenu à 98°C 
10- Laisser refroidir le coplin jar avec les lames au moins 15 min hors du bain-marie 
11- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 
12- Incubation 10 min en chambre humide avec de l’H2O2 3% 
13- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 
14- Blocage 1h dans le sérum de blocage (pas celui du kit)  
15- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 
16- Incubation avec la solution d’anticorps primaire au 400ème overnight à température 
ambiante 
17- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 
18- Incubation  1h  avec la solution d’anticorps secondaire biotinylé ou la solution 
d’anticorps secondaire fluo alexa 555 à température ambiante et dans la pénombre si fluo 
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19- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 
20- Incubation 1h avec la solution de réactifs ABC 
21- Préparer la solution de DAB selon le protocole 
22- Un rinçage rapide + 1 lavage de 5 min dans PBS 1X 
23- Incubation avec la solution DAB (Kit DAB) jusqu’à obtenir la couleur voulue (environ 2 
min) 
24- Un rinçage rapide + 1 lavage de 5 min dans de l’eau distillée 
25- Montage 
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Double immunohistochimie Ki67/GFAP 
Solutions et matériels :  
- Solution d’anticorps primaire Rabbit anti-GFAP  
- Solution d’anticorps primaire Mouse anti-Human Ki67 
- Alexa Fluor 555 goat anti-mouse 
- Alexa Fluor 488 goat anti-rabbit  
- PBS 1X  
- Solution bloquante  
- Tampon citrate, 20 mM, pH 6.0 
- Dako fluorescent Mounting Medium (Dako, réf. S3023) 
- Un pap-pen ou Dako-pen 
- Un bécher en Pyrex de 2000 mL 
- Un coplin jar avec son couvercle 
- Une plaque chauffante (Stuart, réf. CB162) 
- Un thermomètre + 100°C 
- Feuille d’aluminium pour recouvrir le becher 
- Lames Superfrost plus, Menzel-Gläser, réf. 631-9483, lot 30495   
- Lamelles Diamant Star, Menzel-Gläser, réf. LDS 2460 
- Agitateur de plaque 
- Boite humide hermétique 
- Bacs d’incubation en verre 
- Plaques 24 puits 
- Pinceaux « petits gris » taille n°3 
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Protocole : (les volumes de solutions déposées directement sur coupes sont de 50 µL et les 
volumes de bain dans les cuves sont d’environ 200 mL) : 
1- Couper le cerveau à 25 µm et monter les coupes sur lames après récupération dans du PBS 
1X 
2- Les faire sécher à température ambiante overnight si utilisation le lendemain, au moins 1h 
si utilisation le jour même, ou conserver  à -20°C dans une boite hermétique pour une 
utilisation ultérieure 
3- Entourer les coupes d’un trait de Pap-pen  
4- Réhydrater les lames dans du PBS 
5- Remplir le bécher d’eau du robinet (environ 750 mL) et placé le coplin jar rempli avec 70 
mL de tampon citrate à l’intérieur 
6- Chauffer pour atteindre  8°C à l’intérieur du coplin jar (thermostat 400°C pendant 20 min 
environ), recouvrir le bécher d’une feuille d’aluminium  
( !Attention : faire chauffer le coplin jar dans l’eau froide, ne pas mettre dans 
l’eau déjà chaude sinon il explose !) 
7- Une fois à 98°C, sortir le coplin jar et y placer les lames (la température dans le récipient 
redescend à 80°C environ) 
8- Replacer le coplin jar dans le bécher et attendre environ 5 min que la température du 
tampon ré-atteigne 98°C 
9- Incubation 10 min dans un tampon maintenu à 98°C 
10- Laisser refroidir le coplin jar avec les lames au moins 15 min hors du bain-marie 
11- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
12- Blocage 1h dans la solution bloquante 
13- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
14- Incubation avec la solution d’anticorps primaire Ki67 au 400ème overnight à température 
ambiante dans boite hermétique humide 
15- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
16- Incubation  1h à température ambiante  avec la solution d’anticorps fluo Alexa 555 au 
250ème , dans la pénombre 
17-  Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
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18- Incubation avec la solution d’anticorps primaire GFAP au 800ème  overnight à 4°C dans 
boite hermétique humide dans la pénombre 
19- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
20- Incubation 1h à température ambiante avec la solution d’anticorps fluo Alexa 488 au 
1000ème, dans la pénombre 
21- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
22- Montage 
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Double immunohistochimie Ki67/Nestine 
Solutions et matériels :  
 
- Solution d’anticorps primaire Mouse anti-Nestine  
- Solution d’anticorps primaire Mouse anti-Human Ki67 
- Alexa Fluor 555 goat anti-mouse 
- Alexa Fluor 488 goat anti-mouse 
- PBS 1X  
- Solution bloquante  
- Tampon citrate, 20 mM, pH 6.0 
- Dako fluorescent Mounting Medium (Dako, réf. S3023) 
- Un pap-pen ou Dako-pen 
- Un bécher en Pyrex de 2000 mL 
- Un coplin jar avec son couvercle 
- Une plaque chauffante (Stuart, réf. CB162) 
- Un thermomètre + 100°C 
- Feuille d’aluminium pour recouvrir le becher 
- Lames Superfrost plus, Menzel-Gläser, réf. 631-9483, lot 30495   
- Lamelles Diamant Star, Menzel-Gläser, réf. LDS 2460 
- Agitateur de plaque 
- Boite humide hermétique 
- Bacs d’incubation en verre 
- Plaques 24 puits 
- Pinceaux « petits gris » taille n°3 
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Protocole : (les volumes de solutions déposées directement sur coupes sont de 50 µL et les 
volumes de bain dans les cuves sont d’environ 200 mL) : 
 
1- Couper le cerveau à 25 µm et monter les coupes sur lames après récupération dans du PBS 
1X 
2- Les faire sécher à température ambiante overnight si utilisation le lendemain, au moins 1h 
si utilisation le jour même, ou conserver  à -20°C dans une boite hermétique pour une 
utilisation ultérieure 
3- Entourer les coupes d’un trait de Pap-pen  
4- Réhydrater les lames dans du PBS 
5- Remplir le bécher d’eau du robinet (environ 750 mL) et placé le coplin jar rempli avec 70 
mL de tampon citrate à l’intérieur 
6- Chauffer pour atteindre  8°C à l’intérieur du coplin jar (thermostat 400°C pendant 20 min 
environ), recouvrir le bécher d’une feuille d’aluminium  
( !Attention : faire chauffer le coplin jar dans l’eau froide, ne pas mettre dans 
l’eau déjà chaude sinon il explose !) 
7- Une fois à 98°C, sortir le coplin jar et y placer les lames (la température dans le récipient 
redescend à 80°C environ) 
8- Replacer le coplin jar dans le bécher et attendre environ 5 min que la température du 
tampon ré-atteigne 98°C 
9- Incubation 10 min dans un tampon maintenu à 98°C 
10- Laisser refroidir le coplin jar avec les lames au moins 15 min hors du bain-marie 
11- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
12- Blocage 1h dans la solution bloquante 
13- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
14- Incubation avec la solution d’anticorps primaire Ki67 au 400ème overnight à température 
ambiante dans boite hermétique humide 
15- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
16- Incubation  1h à température ambiante  avec la solution d’anticorps fluo Alexa 555 au 
250ème, dans la pénombre 
17-  Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
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18- Incubation avec la solution d’anticorps primaire Nestine au 250ème  overnight à 4°C dans 
boite hermétique humide dans la pénombre 
19- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
20- Incubation 1h à température ambiante avec la solution d’anticorps fluo Alexa 488 au 
500ème, dans la pénombre 
21- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
22- Montage
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Double immunohistochimie Ki67/Iba-1 
Solutions et matériels :  
 
- Solution d’anticorps primaire  Rabbit anti-Iba-1  
- Solution d’anticorps primaire Mouse anti-Human Ki67 
- Alexa Fluor 555 goat anti-mouse 
- Alexa Fluor 488 Goat anti-Rabbit 
- PBS 1X  
- Solution bloquante  
- Tampon citrate, 20 mM, pH 6.0 
- Dako fluorescent Mounting Medium (Dako, réf. S3023) 
- Un pap-pen ou Dako-pen 
- Un bécher en Pyrex de 2000 mL 
- Un coplin jar avec son couvercle 
- Une plaque chauffante (Stuart, réf. CB162) 
- Un thermomètre + 100°C 
- Feuille d’aluminium pour recouvrir le becher 
- Lames Superfrost plus, Menzel-Gläser, réf. 631-9483, lot 30495   
- Lamelles Diamant Star, Menzel-Gläser, réf. LDS 2460 
- Agitateur de plaque 
- Boite humide hermétique 
- Bacs d’incubation en verre 
- Plaques 24 puits 
- Pinceaux « petits gris » taille n°3 
 238 
 
Protocole : (les volumes de solutions déposées directement sur coupes sont de 50 µL et les 
volumes de bain dans les cuves sont d’environ 200 mL) : 
 
1- Couper le cerveau à 25 µm et monter les coupes sur lames après récupération dans du PBS 
1X 
2- Les faire sécher à température ambiante overnight si utilisation le lendemain, au moins 1h 
si utilisation le jour même, ou conserver  à -20°C dans une boite hermétique pour une 
utilisation ultérieure 
3- Entourer les coupes d’un trait de Pap-pen  
4- Réhydrater les lames dans du PBS 
5- Remplir le bécher d’eau du robinet (environ 750 mL) et placé le coplin jar rempli avec 70 
mL de tampon citrate à l’intérieur 
6- Chauffer pour atteindre 98°C à l’intérieur du coplin jar (thermostat 400°C pendant 20 min 
environ), recouvrir le bécher d’une feuille d’aluminium  
( !Attention : faire chauffer le coplin jar dans l’eau froide, ne pas mettre dans 
l’eau déjà chaude sinon il explose !) 
7- Une fois à 98°C, sortir le coplin jar et y placer les lames (la température dans le récipient 
redescend à 80°C environ) 
8- Replacer le coplin jar dans le bécher et attendre environ 5 min que la température du 
tampon ré-atteigne 98°C 
9- Incubation 10 min dans un tampon maintenu à 98°C 
10- Laisser refroidir le coplin jar avec les lames au moins 15 min hors du bain-marie 
11- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
12- Blocage 1h dans la solution bloquante 
13- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
14- Incubation avec la solution d’anticorps primaire Ki67 au 400ème overnight à température 
ambiante dans boite hermétique humide 
15- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
16- Incubation  1h à température ambiante  avec la solution d’anticorps fluo Alexa 555 au 
250ème, dans la pénombre 
17-  Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
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18- Incubation avec la solution d’anticorps primaire Iba-1 au 4000ème  overnight à 4°C dans 
boite hermétique humide dans la pénombre 
19- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
20- Incubation 1h à température ambiante avec la solution d’anticorps fluo Alexa 488 au 
1000ème, dans la pénombre 
21- Rinçage rapide puis lavage 5 min au PBS 1X 
22- Montage 
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Protocole ICV (canules simples et avec mini-pompes osmotiques BrdU) 
 
Matériel : 
   - Isofluorane, Forene – Abbott  
- Appareil à stéréotaxie 
- Appareil à anesthésie (Minerve) 
- Adaptateur souris 
- Plaque chauffante 
- Barres d’oreilles 
- Micro-perceuse 
- Cathéter long de 65mm, Microtube Tygon S-54HL Bioblock, ref. 71162, diam. Int. 0.51, diam. 
Ext.  1.52, 30m  
- Canules, Brain Infusion Kit 3, 1-3 mm, Alzet (Charles River), pour icv dans ventricules 
latéraux 
- Mini-pompes osmotiques Alzet (ref. selon protocole, voir le site Alzet, revendeur : Charles 
River) 
- BrdU Sigma Ultra – Sigma, réf. B9285 – 1G 
- Pinces 
- Ciseaux 
- Super Glue-3 cyanoacrylate - Loctite 
- Vétadine, MediVet 
- Cotons tiges  
- Fil de suture non-résorbable 6-0 
- NaCl 
 
Protocole : 
1- Amorçage des mini-pompes à 37°C dans du Nacl le jour d’avant 
2- Placer les souris dans le bac à anesthésie gazeuse  
3- Une fois endormie, prendre une souris et la placer sur l’adaptateur souris de l’appareil à 
stéréotaxie, sur le ventre, les dents de devant caler sur le cale dents, et le masque délivrant 
le gaz placé au-dessus du nez 
4- Placer les barres d’oreilles et bien les caler sur 0, en faisant attention de bien placer la tête 
de la souris 
5- Remonter la cale sur le museau afin que la tête de la souris soit immobile 
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6- Une fois la souris immobilisée, commencé par faire une boutonnière aux ciseaux au 
niveau du dessus du cou, et remonter jusqu’entre les deux yeux (un peu avant) 
7- Bien dégager la peau, les muscles, et tout ce qui empêche d’accéder à la boite crânienne 
8- Percer un léger trou à la perceuse en bas, à gauche (éviter la zone d’intérêt) 
9- Placer la canule dans l’appareil de stéréotaxie et positionner selon les coordonnées 
voulues (AP : -0.2 ; L : -1 ; P : -1.9) 
10- Placer un point au marqueur (en marquant la canule avec un gros marqueur) sur le crane à 
l’endroit où devra pénétrer la canule 
11- Eloigner la canule de cet endroit (en gardant les coordonnées) et percer un trou à cet 
endroit avec la perceuse 
12- Placer la canule à la profondeur voulue (la mesure aura été faite précédemment pour 
savoir de combien de mm il faut descendre la canule) 
13- (pour mini-pompes seulement) Dégager la peau du dos des muscles avec une pince 
jusqu’en bas du dos 
14- Placer la mini-pompe en bas du dos et faire rentrer le cathéter en entier sous la peau 
15- Maintenir la canule avec de la glue et refermer la peau avec du fil de suture 
16- Laisser sécher quelques minutes 
17- Sortir la souris de l’appareil et la mettre au chaud jusqu’au réveil (plutôt rapide) 
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